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A presente tese teve como objetivo a produção de fitase termoestável de 
Ganoderma sp. MR-56 empregando o extrato de farelo de trigo, um subproduto 
agroindustrial, como substrato para o cultivo submerso. As fitases são enzimas 
comumente utilizadas em processamento de ração animal e alimentos para catalisar 
a degradação do ácido fítico em inositol e fosfatos. O ácido fítico é considerado um 
fator anti-nutricional presente nos vegetais, pois diminui a biodisponibilidade de 
alguns nutrientes em aves e suínos. Dessa forma, a aplicação da fitase reduz a 
adição de fosfato inorgânico nas rações, consequentemente, um benefício 
econômico e a diminuição da excreção desse mineral no meio ambiente. 
Atualmente as fitases produzidas industrialmente têm origem microbiana e são 
obtidas por processos fermentativos. Porém, a produção de fitases de macromicetos 
ainda é limitada e por cultivos submersos nunca reportados na literatura até o 
presente estudo. A tese teve como objetivo identificar o micro-organismo produtor 
de fitase e otimizar a produção da enzima. Além disso, a recuperação, 
caracterização, formulação e o estudo da estabilidade da enzima também foram 
realizados. O Ganoderma sp. foi identificado por métodos morfológico e molecular. 
A otimização da produção de fitase foi constituída por 2 etapas: a primeira consistiu 
em um delineamento experimental do tipo DCCR (Delineamento Composto Central 
Rotacional) para estudar a suplementação do meio de cultivo com melaço de soja, 
extrato de levedura e cloreto de cálcio. A segunda etapa da otimização foi 
constituída de um DCCR e os fatores estudados foram temperatura de cultivo, pH 
inicial e taxa de inoculação. O meio de cultivo otimizado continha extrato de 
levedura 8% m/v, temperatura de 30°C, pH 6,0 e taxa de inoculação de 3% v/v e a 
produção máxima de fitase foi de 14,5 U mL-1. Nos estudos de cultivo submerso em 
diferentes tipos de biorreatores, o frasco tipo Dreschel com 2 vvm resultou na 
melhor produção da enzima de 20,94 U mL-1, porém o STR alcaçou uma melhor 
produtividade de fitase de 0,14 U-1mL-1h-1. A concentração por ultrafiltração em 
dispositivos de centrifugação em tubos com poro de 30 kDa apresentou maior 
concentração da enzima em 36,75 vezes. As estratégias de purificação de 
cromatografia de troca iônica, filtração em gel S-100 e S-400 não foram eficientes 
para a separação da fitase. Por outro lado, o zimograma indicou bandas com 
atividade de fitase as quais apresentaram elevada massa molecular. A fitase foi 
caracterizada e apresentou pH ótimo entre 4,5 e 5,0, e adequada termoestabilidade 
à 80 e 90ºC/30 min com 100 e 94,24% de atividade residual, respectivamente. A 
fitase foi ativada por Mn2+, Ca2+, Na+, Co2+, Fe2+, EDTA e fosfato inorgânico na 
concentração de 1 mM. Após seriados estudos de formulação líquida com emprego 
de aditivos, verificou-se que a presença do antimicrobiano A1 0,21% e antioxidante 
O2 0,0021% foram importantes para a manutenção da estabilidade da enzima 
durante o armazenamento (103,5% de atividade relativa) em 15 dias em condições 
aceleradas (40ºC). Os estudos de armazenamento à temperatura ambiente da fitase 
em pó resultaram que o polímero E2 apresentou 79% de atividade residual após 90 
dias de estudo. A fitase produzida e formulada apresentou um potencial para 
possível aplicação em ração animal e produtos para consumo humano com o intuito 
de diminuir o fitato, bem como melhorar a absorção de alguns nutrientes.  
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The aim of this thesis was the production of a thermostable phytase from 
Ganoderma sp. MR-56 by submerged culture, using wheat bran extract as agro-
industrial by-product. Phytases are enzymes employed in processing feed and food 
to catalyze the degradation of phytic acid to inositol and phosphates. The phytic acid 
is considered an antinutritional factor present in vegetables and decreases the 
bioavailability of some nutrients in poultry and pigs. The phytase application reduces 
the inorganic phosphate addition on feed, therefore, an economic benefit and 
diminished excretion of this mineral into the environment. Currently, phytases from 
microbial source have been obtained by industrial fermentation processes. However, 
phytases production by macromycetes is still limited and by submerged culture 
production had never been reported before in the literature. This thesis aims to 
identify the microorganism producing phytase and optimize enzyme production by 
submerged culture. In addition, recovery, characterization, formulation and stability 
studies of phytase were performed. The Ganoderma sp. was identified by 
morphological and molecular methods. The optimization of phytase bioprocess was 
composed by two steps: the first consisted of an experimental design CCRD two 
levels and three factors to study the submerged culture medium supplementation 
composed of soybean molasses, yeast extract and calcium chloride. The second 
optimization consisted of CCRD and the factors studied were culture temperature, 
initial pH and inoculum rate. The optimized medium contained 8% w/v yeast extract, 
temperature of 30°C, pH 6.0 and 3% v/v inoculum rate and the maximum phytase 
production reached 14.5 U mL-1. Studies of different bioreactors for phytase 
synthesis, the Dreschel bottle type with 2 vvm was the best for enzyme production 
(20.94 U mL-1), however in STR reached the best phytase productivity of 0,14 U-1mL-
1h-1. The ultrafiltration tubes using 30 kDa fraction retained was 36.75-fold of 
concentrated enzyme. Strategies purification, of ion exchange chromatography, gel 
filtration S-100 and S-400 were not effective for the phytase separation. Phytase 
zymogram suggested activity bands with estimated high molecular weight. The 
enzyme was characterized and had optimum pH of 5.0 and a thermo stability 
phytase at 80 to 90ºC for 30 min showed 100 and 94.24% of residual activity, 
respectively. The enzyme was activated by Mn2+, Ca2+, Na+, Co2+ and Fe2 +, EDTA 
and inorganic phosphate at concentrations of 1 mM. After series of studies for 
phytase liquid formulation additives, it was found that the antimicrobial 0.21% A1 and 
antioxidant 0.0021% O2 were important to maintain enzyme stability during storage 
103.5% phytase residual activity on 15 days at 40°C. The formulation powder 
studies allowed select the polymer E2 for phytase encapsulation with 79% phytase 
activity relative at room temperature after 90 days of storage. The produced and 
formulated phytase presented a potential application for feed and processed food in 
order to reduce the phytate as well as improving some nutrients absorption. 
 
Keywords: phytase, Ganoderma sp., optimization, concentration, formulation, 
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1 INTRODUÇÃO  
 
O ácido fítico é a forma orgânica de fósforo encontrado na forma de seus sais 
(fitatos), é um composto anti-nutricional considerado principal reservatório natural de 
fósforo contido em quantidades variáveis em plantas. O fósforo é um mineral 
essencial, mas, na forma orgânica torna-se um problema na dieta dos animais 
monogástricos e humanos. O efeito positivo da adição da enzima fitase nas rações 
de animais monogástricos, ou em ingredientes da dieta alimentar humana, gera a 
degradação do fator anti-nutricional e consequente melhora na biodisponibilidade de 
fósforo inorgânico, minerais e alguns nutrientes. Além do aspecto nutricional, a 
inclusão da fitase proporciona uma maior eficiência no desempenho zootécnico, 
influenciando diretamente na produção de carne e ovos. Estudos apontam ainda, 
que a utilização da enzima em rações destinadas à alimentação animal reduz a 
excreção de fósforo, proporcionando menor poluição em solos e ambientes 
aquáticos. Deste modo, a enzima fitase ou mio-inositol hexafosfato hidrolase, 
catalisa a hidrólise gradual do ácido fítico, gerando os produtos de reação o inositol 
e o fosfato inorgânico.  
Ademais, os cultivos submersos com macromicetos são uma alternativa para 
a obtenção de fitases de interesse econômico e ecológico. Estudos sobre a 
otimização de bioprocessos de fitase a partir de macromicetos ainda são limitados, 
pois a maioria dos relatos apresentados na literatura limitam-se a estudos de 
purificação, identificação e caracterização das enzimas presentes no basidiocarpo 
dos cogumelos, e não a enzima biossintetizada por processos fermentativos. 
Porém, há alguns relatos na literatura em fermentação no estado sólido (FES). Luz 
e colaboradores (2013) estudaram a eliminação do ácido fítico em resíduo da torta 
de semente de pinhão manso Jatropha curcas L com fitase de Pleurotus ostreatus 
em FES alcançando aproximadamente 0,9 U g-1. Salmon e colaboradores (2012) 
produziram 113 U g-1 de fitase de S. commune por FES com substrato farelo de 
trigo. Spier e colaboradores (2012) produziram fitase de G. stipitatum e T. versicolor, 
199 U g-1 e 200 U g-1, respectivamente. Neves e colaboradores (2012) utilizaram a 
extração líquido-líquido para a recuperação da fitase de Absidia blakesleeana 




fitases de macromicetos por cultivo submerso. 
No que diz respeito à viabilidade econômica da produção, verifica-se que, de 
um lado, o mercado de fitases movimenta vultuosos valores: em 2013, este girou 
em torno de 750 milhões de dólares, com crescimento em torno de 5 a 7% ao ano. 
Destacando-se, ainda, há a possibilidade de uso de resíduos e subprodutos 
agroindustriais como substrato em processos fermentativos, o que reduz ainda mais 
os custos em escala industrial, além de contribuir para uma gestão sustentável 
desses resíduos. 
Partindo dos resultados da presente pesquisa, uma alternativa para o 
desenvolvimento de formulações comerciais de fitase pode ser explorada com 
estudos complementares, que aprofundem sobre a adição de aditivos que 
promovam a manutenção da atividade enzimática durante seu armazenamento até 
sua aplicação final. 
Com o escopo de contribuir com essa busca, a presente tese tem como alvo 
a produção de enzima fitase por cultivo submerso até seu produto final, visto que 
seu emprego comercial vem se mostrando vantajoso em vários aspectos. 
 
1.1 OBJETIVOS 
1.1.1 Objetivo geral 
 
O objetivo do presente estudo é avaliar a produção da fitase termoestável de 
Ganoderma sp. MR-56 por cultivo submerso utilizando o extrato aquoso de  farelo 
de trigo como substrato. 
 
1.1.2 Objetivos específicos 
 
• Identificar o fungo previamente selecionado por técnicas macroscópicas, 
microscópicas e moleculares; 
• Selecionar fontes de carbono, nitrogênio e minerais para produção de fitase; 
• Otimizar as suplementações do meio e as condições físico-químicas do 




• Produzir fitases em frascos de Erlenmeyer com agitação orbital e aeração por 
difusão, frascos tipo Dreschel com aeração forçada e biorreator do tipo 
tanque agitado (STR); 
• Concentrar a fitase produzida por processos de precipitação com sal e 
solvente, e por ultrafiltração; 
• Caracterizar a fitase através de estudos de: efeito da concentração de 
substrato, constantes cinéticas Km e Vmáx, temperatura ótima, pH ótimo, íons 
ativadores e inibidores, inativação térmica, concentração de fosfato, 
determinação da constante K e meia vida da enzima;  
• Desenvolver formulações líquida e em pó da fitase produzida com adição de 
aditivos; 
• Estudar a estabilidade em condições aceleradas da enzima líquida e em pó;  
• Estudar a estabilidade da fitase formulada em pó durante o armazenamento à 
temperatura ambiente. 
 
1.1.3 Divisão dos capítulos 
 
 A estrutura da presente tese está dividida em seis capítulos: 
 
• Capítulo I: Revisão de literatura; 
• Capítulo II: Identificação morfológica e molecular de Ganoderma sp. MR-56 
produtor de fitase; 
• Capítulo III: Estudos de suplementação do meio e otimização do bioprocesso 
para a produção de fitase de Ganoderma sp. MR-56 por cultivo submerso; 
• Capítulo IV: Estudos de produção de fitases de Ganoderma sp. MR-56 por 
cultivo submerso em condições otimizadas em diferentes modelos de 
biorreatores; 
• Capítulo V: Separação, recuperação e caracterização da fitase de 
Ganoderma sp. MR-56;  
• Capítulo VI: Formulação e estabilidade da fitase na forma líquida e em pó; 
• ANEXO: Artigo realizado durante a participação como pesquisadora visitante 
no projeto BIOASSORT (318931) e financiado pelo European Commission 




European Community Framework Programme: “Improvement of technologies 
and tools, e.g. biosystems and biocatalysts, for waste conversion to develop 
an assortment of high added value eco-friendly and cost-effective bio-
products”. Italy, Naples within the research group – Industrial, Molecular and 
Environmental Biotechnology group (BIMA Group) at the Department of 
Chemical Sciences (DSC), University of Naples “Federico II”, sob a 
supervisão e orientação da professora Vincenza Faraco. Artigo pulicado: 
Analysis of inducers of xylanase and cellulase activities production by 





















CAPÍTULO I REVISÃO DE LITERATURA 
2 REVISÃO DE LITERATURA 
2.1 FITATO 
O ácido fítico (inositol 1,2,3,4,5,6-hexafosfato) e seus sais, fitatos, são 
importantes compostos presentes em plantas, cereais, leguminosas, sementes 
oleaginosas e em algumas frutas e vegetais. A principal função do ácido fítico 
nesses ingredientes é uma fonte de fósforo fítico ou estoque energético (CHERYAN, 
1980). A principal fonte de fosfato nestes ingredientes está armazenada na forma 
orgânica (ácido fítico) em torno de 50 a 80% disponível (SARIYSKA et al., 2005). 
Entretanto, há variação na quantidade de fósforo fítico presente nos vegetais como 
demonstrado na TABELA 1.  
TABELA 1 - PORCENTAGEM DE FÓSFORO TOTAL, FÓSFORO FÍTICO E FÓSFORO 
DISPONÍVEL (%) DOS VEGETAIS 
Ingrediente  P total (%) P fítico (%) P disponível (%) 
Farelo de arroz  1,61 80 19,9 
Farelo de girassol  1,5 77 - 
Farelo de soja  0,65 60 32,3 
Farelo de trigo  0,99 71 33,3 
Milho  0,24 72 33,3 
Sorgo  0,26 66 34,6 
FONTE: Rostagno et al. (2005) e Schramm (2014) modificado. 
O ácido fítico é um anel aromático de mio-inositol com seis carbonos e 
ligados a seis grupos fosfato (PO4-3). Possui massa molecular de 660 g mol-1 e 
fórmula molecular de C6H18O24P6 (VOHRA e SATYANARAYANA, 2003). 
O fitato pode se ligar a cátions bivalentes como cálcio, magnésio, ferro, zinco, 
manganês, níquel, cobalto e algumas proteínas formando complexos insolúveis, 
também denominadas fitinas. A presença desse agente quelante na dieta humana e 
em animais monogástricos tem um efeito negativo na absorção dos nutrientes. A 
falta de algum dos minerais essenciais pode resultar em distúrbios metabólicos e 
comprometer a saúde do organismo (KUMAR et al., 2010; SALMON et al., 2012). 
Estudos são encontrados na literatura sobre a ação do ácido fítico na redução da 
digestibilidade de proteínas, aminoácidos (GILANI et al., 2012), amido (THOMPSON 




Os animais monogástricos possuem uma pequena quantidade de fitase 
endógena para hidrolisar efetivamente o fitato. Portanto, a suplementação da dieta 
com as enzimas fitases exógenas se torna eficaz para hidrolisar os fitatos presentes 
nos ingredientes das rações fabricadas a partir de cereais e bem como em produtos 
alimentícios para consumo humano. Além disso, o fitato inibe a ação de algumas 
enzimas tais como α-amilase, tripsina, lipase e pepsina (HARLAND e MORRIS, 
1995; EL-BATAL et al., 2001). Essas enzimas desempenham um papel importante 
no sistema digestivo e a sua inibição pode causar um comprometimento da  
digestão e na absorção de nutrientes. 
A existência do ácido fítico tem sido conhecida há mais de um século, 
embora sua função não é completamente compreendida e, consequentemente, 
ainda constitui uma área de pesquisa a explorar (KUMAR et al., 2010). 
2.2 FITASES 
2.2.1 Definição e classificação das fitases 
As enzimas fitases ou mio-inositol hexafosfato fosfohidrolases pertencem a 
classe das hidrolases e ao subgrupo das fosfatases que catalisam a hidrólise do 
ácido fítico fosfomonoésters e seus sais em mio-inositol penta, tetra, tris, bis, mono-
fosfatos e fosfato inorgânico (FIGURA 1) (ROOPESH et al., 2006a). De acordo com 
Greiner e colaboradores (2002) a hidrólise do fitato pela enzima é um processo 
serial, portanto, cada intermediário fosfatado do mio-inositol (IP inositol phosphate) é 
liberado do sítio ativo da enzima, mas pode ser substrato para a hidrólise seguinte. 
Teoricamente a hidrólise enzimática completa do fitato gera uma série de fosfatos 
de mio-inositol menores (IP6 → IP5 → IP4 → IP3 → IP2 → IP1), por meio de uma 
série de reações de desfosforilação, para produzir o mio-inositol e seis fosfatos 
inorgânicos. Entretanto, o mecanismo de catálise e o grau de desfosforilação do 
ácido fítico são variáveis entre fitases de origem diferentes (GREINER et al., 2002).  
De acordo com a International Union of Pure and Applied Chemistry e a 
International Union of Biochemistry (IUPAC-IUB), as fitases são classificadas em 
três tipos (3-fitase, 5-fitase e 6-fitase), conforme a posição do primeiro grupamento 
fosfato a ser removido do anel mio-inositol hexafosfato durante a reação. A 3-fitase 
(EC 3.1.3.8) ou mio-inositol hexa fosfato-3-fosfohidrolase inicia a hidrólise da ligação 
éster na posição 3 do carbono do mio-inositol hexafosfato. A 6-fitase (EC 3.1.3.26) 
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ou mio-inositol hexa fosfato-6-fosfohidrolase remove o grupamento fosfato na sexta 
posição do mio-inositol hexafosfato. A 5-fitase (EC 3.1.3.72) ou mio-inositol
hexafosfato 5-fosfohidrolase identificada por Barrietos e colaboradores (1994), 
encontrada no pólen de uma flor de lírio, inicia a desfosforilação do fitato na posição 
5 do anel de mio-inositol (VATS e BANERJEE, 2004; SCHOMBURG et al., 2009). 
De acordo com Singh e colaboradores (2011) as 3-fitases (EC 3.1.3.8) são de 
origem microbiana e as 6-fitases (EC 3.1.3.26) são de origem vegetal, porém 
contém exceções que seriam de alguns basidiomicetos Peniophora lycii, Agrocybe 
pediades, Ceriporia sp. e Trametes pubescens (LASSEN et al., 2001). 
FIGURA 1 - MECANISMO DE HIDRÓLISE PELA ENZIMA FITASE 
 
FONTE: A autora (2015). 
Nos últimos anos o número de enzimas descritas como fitases tem 
aumentado. As fitases podem ser classificadas conforme sua estrutura e 
propriedades catalíticas. As histidinas ácidas são as mais relatadas na literatura. 
Essas são caracterizadas pelo pH ótimo ácido, presença de uma sequência 
conservada de aminoácidos no sítio ativo (RHGXRXP) e um dipeptídeo 
cataliticamente ativo HD (His361 Asp362) (VATS e BANERJEE, 2004; LEI e PORRES, 
2003; ULLAH et al., 1991). Geralmente, as fitases de histidina ácida enquadram-se 
no tipo 3-fitases. As fitases β-propeller possuem estrutura semelhante a uma hélice, 
pH ótimo neutro (ou levemente alcalino) e o íon Ca2+ é requerido para a atividade 
enzimática e termoestabilidade (FU et al., 2008). Usualmente são as 6-fitases. Além 
disso, Greiner e Konietzny (2006), Cheng e Lim (2006) e Lim e colaboradores




aquáticos como, por exemplo, a sintetizada pela bactéria aquática Shewanella 
oneidensis (CHENG e LIM, 2006). 
As fosfatases ácidas roxas (purple acid phytases) são consideradas enzimas 
não-específicas e apresentam um sítio binuclear contendo ferro em dois estados de 
oxidação: a forma oxidada de cor púrpura e a forma reduzida de cor rosa (BOZZO et 
al., 2002). As fosfatases ácidas roxas são principalmente de origem vegetal 
(GREINER e KONIETZNY, 2010), mas também podem ser encontradas em tecidos 
animais, fungos e bactérias (GREINER e KONIETZNY 2006; SCHENK et al., 2000). 
2.2.2 Fontes de fitases 
As fitases têm sido isoladas de fontes microbianas (fungos e bactérias), 
plantas e alguns tecidos animais, sendo as fontes microbianas utilizadas 
comercialmente. Dentre elas, as fúngicas são as mais promissoras, pois 
apresentam a produção extracelular da enzima e estabilidade em pH ácido (TAHIR 
et al., 2010). Volfová e colaboradores (1994) selecionaram 132 micro-organismos 
com potencial para síntese de fitase e verificaram que todos que apresentaram 
capacidade de síntese de fitase eram de origem fúngica. Os principais gêneros 
fúngicos citados na literatura são Aspergillus (SHIVANNA e VENKATESWARAN, 
2014; BHAVSAR et al, 2011), sendo algumas comercialmente produzidas; 
Penicillium (AWAD et al., 2014) e Rhizopus (SABU et al., 2002). Os basidiomicetos 
também chamados de fungos superiores têm apresentado características 
bioquímicas de fitase como, Schizophyllum sp. (SALMON et al., 2012), Agaricus sp. 
(COLLOPY e ROYSE, 2004), Lentinus sp. (ZHANG et al., 2013a), expressão e 
clonagem do gene da fitase de Peniophora sp., Trametes sp., Cerioporia sp. e 
Agrocype sp. (LASSEN et al., 2001). 
 No caso das fitases produzidas por leveduras, alguns exemplos são: a 
Saccharomyces cerevisiae (ROOPASHRI e VARADARAJ, 2014), Pichia (VOHRA et 
al., 2011), Arxula adeninivorans (BÜTTNER et al., 1991), Schizosaccharomyces 
pombe (DIBENEDETTO, 1972) a qual é uma fitase comercial Phyzyme fabricada 
pela Danisco Animal Nutrition, têm sido citadas como potenciais para síntese de 
fitases. As fitases bacterianas também têm sido estudadas. Como por exemplo, do 
gênero Klebsiella sp. (ESCOBIN-MOPERA et al., 2012), Bacillus sp. (SHAMNA et 




de Citrobacter braakii da empresa DSM Nutritional Products (KIM et al., 2003). 
Porém, a maioria são capazes de produzir fitases intracelulares, como no caso da E. 
coli nos estudos de Greiner e colaboradores (1993).  
Algumas fitases endógenas de origem vegetal podem estar presentes no 
milho, arroz, soja, canola, batata (KUMAR et al., 2010), também encontradas nas 
folhas de tabaco da espécie Nicotiana tabacum (LUNG et al, 2008) e nas folhas de 
mostarda Arabidopsis sp. (RICHARDSON et al., 2001). Alguns autores observaram 
que a indução da produção da fitase durante a germinação promove o crescimento 
das sementes e, consequentemente, a liberação do fósforo inorgânico (AGOSTINI 
et al., 2010; YAMAGATA et al., 1979). Concomitantemente, nas plantas, além de 
liberar o fósforo inorgânico há também a liberação de mio-inositol, um importante 
indutor de crescimento e fonte de energia (GIBSON e ULLAH, 1990). Ainda 
Garchow e colaboradores (2006) purificaram uma fitase alcalina do pólen de Lilium 
longiflorum.  
Informações sobre fitases em tecidos animais foram constatados. McCollum 
e Hart (1908) detectaram fitase em fígado de bezerro. Iqbal e colaboradores (1994) 
relataram baixa atividade de fitase no intestino delgado humano. A enzima 
degradadora de fitato também pode ser detectada na mucosa do intestino delgado 
de ratos, coelho e galinhas (BITAR e REINHOLD,1971; COOPER e GOWING, 
1983; IQBAL et al., 1994). Por outro lado, a fitase presente nos tecidos animais, 
como no intestino, são fosfatases alcalinas não específicas (DAVIES e MOTZOK, 
1972; DAVIES e FLETT, 1978). Portanto, é sugestivo que as fitases tenham 
propriedades catalíticas diferentes das fosfatases alcalinas não são específicas. 
(BITAR e REINHOLD, 1971). Assim, estas proteínas não tem a função de hidrolisar 
o fitato em animais monogástricos (KONIETZNY e GREINER, 2002; IQBAL et 
al.,1994). 
2.2.3 Produção de fitases 
As fitases microbianas têm sido produzidas por FSm, FES e por tecnologia 
do DNA recombinante, o gene da fitase pode ser expresso em outro micro-
organismo receptor para então ser produzida industrialmente via processo 
fermentativo. A FSm tem sido o processo mais empregado para produção industrial 




fermentativos de temperatura, pH, agitação, consumo de oxigênio e vantajosa para 
o escalonamento em larga escala industrial quando comparada ao processo 
fermentativo em estado sólido (DEVI e PRASAD, 2001). Como exemplo, os 
produtos comerciais (fitases) produzidas por FSm são a Natuphos® (BASF), 
Quantum® (AB Vista), Ronozyme® (Novozymes) e Finase® (AB Vista). A TABELA 2 
contém exemplos de fitases fúngicas produzidas por FSm referidas na literatura. 
  A linhagem microbiana e as condições físico-químicas de cultivo incluindo a 
natureza do substrato são alguns fatores importantes que podem afetar o 
rendimento do processo de produção da enzima (BHAVSAR e KHIRE, 2014). As 
fitases produzidas por FES apresentam algumas restrições para ampliação em 
escala industrial, devido à dificuldade de controle e monitoramento de algumas 
variáveis durante o processo, além de requerer etapa adicional na estratégia de 
downstream como, por exemplo, a extração sólido-líquido. Porém, a produção de 
fitases por FES pode ser considerada atraente sob o ponto de vista econômico e por 
apresentar maiores rendimentos que a FSm, como relatam os trabalhos de Spier e 
colaboradores (2011a) e Shivanna e Venkateswaran (2014). Em ambos os casos, 
nos quais foram utilizados resíduos agroindustriais como substrato, a obtenção das 
enzimas por FES apresentou significativa a produção de fitase e redução dos 
custos, devido, principalmente, ao baixo valor econômico do substrato utilizado.  
Outra estratégia para o aumento da produção e melhoramento das 
características bioquímicas das fitases é a aplicação de tecnologias da engenharia 
genética. Estudos relatam que a clonagem e expressão de genes de fitase em 
outros organismos adequados são úteis para alcançar atividades mais elevadas. 
Como no caso da fitase derivada de Peniophora lycii expressa em Aspergillus 
oryzae, que é originária do produto Ronozyme® da empresa Novozymes e parceira 
da empresa DSM (LASSEN et al., 2001). Outra preparação comercial é a fitase de 
Citrobacter braakii expressa em Aspergillus oryzae da empresa DSM Nutritional 
Products, Inc (DSM, 2014). O método de mutagênese e fusão de protoplastos 
também podem ser aplicados como ferramentas na produção da enzima 
(GUNASHREE e VENKATESHWARAN 2009; MURLIDHAR e PANDA 2000). 
Gorcom e colaboradores (2006) depositaram uma patente sobre clonagem e 
expressão de fitases microbianas utilizando as técnicas transformação de 




um importante fator limitante (BHAVSAR e KHIRE, 2014), além de requerer maior 
tempo para todo o processo. 
 









Glicose 80, KCl 0,5, MgSO4 5, Fe2(SO4) 
0,1, MnSO4 0,02, NaNO3 8,6, (NH4)2SO4 
3 e fitato de sódio 10 (g L-1) 
Coban e Demirci 
(2014a) 
Aspergillus niger 











Glicose 5, peptona 18, KCl 0,5, MgSO4 
1,5, KH2PO4 1, CaCl2 e farelo de trigo 20 
(g L-1) 
Tahir et al., 2010 
FONTE: A autora (2015). 
 
2.2.4 Mercado mundial das fitases 
Ao longo dos últimos 25 anos, o mercado mundial de fitases experimenta 
uma exponencial ascensão, destacando-se entre as enzimas destinadas à aplicação 
em ração animal. 
Pesquisas apontam que, na década de 90, aproximadamente 50 milhões de 
dólares foram movimentados com a venda de fitases comerciais, o que 
representava, à época, cerca de um terço do mercado das enzimas (SHEPPY, 
2001). Em meados de 2005, o volume triplicou: chegou a movimentar em torno de 
187 milhões de dólares (HAEFNER et al., 2005). Em 2010, assentou-se que o 
crescimento das vendas de fitase e atingiu o patamar de 10% ao ano (COWIESON 
et al., 2008).  
Atualmente, cerca de 60% das vendas totais das enzimas com aplicação em 
alimentação animal são de fitases (ADEOLA e COWIESON, 2011; LEI et al., 2013), 
o que corresponde a um mercado global das enzimas que movimenta 
aproximadamente 350 milhões de dólares por ano. Ainda, a fitase encontra-se 
presente em cerca de 70% das rações destinadas à dieta de suínos e aves, setor 
que deve atingir a aplicação de 100% em alguns anos (LEI et al., 2013).  
O valor comercial do produto também sofreu, nos últimos anos, destacada 




no mercado a uma média de 0,75 centavos de dólares por tonelada de ração (que 
contêm 500 U de fitase) (COWIESON et al., 2008), hodiernamente o custo mostra-
se inferior a 0,6 centavos de dólares.  
Ademais, a inclusão da fitase como aditivo em dietas de animais 
monogástricos tem apresentado benefícios diretos para a produção, bem como a 
redução do fósforo em suas excreções, e para o meio ambiente com a redução do 
efeito anti-nutricional, o fitato, que chega a custar para produtores de animais em 
torno de 2,16 bilhões dólares por ano (WORLD POULTRY, 2014). Assim, estima-se 
que a economia com as adições dessa enzima na ração aproxima-se a 2 bilhões de 
dólares anualmente (COWIESON et al., 2008; SANTOS e SHEENAN, 2010).  
Em 2010, o mercado mundial de enzimas industriais foi estimado em 3,3 
bilhões e pressupõe-se chegar a 4,4 bilhões dólares em 2015 (BINOD et al., 2013).  
 
2.2.5 Fitases comerciais 
As fitases comerciais são preparações enzimáticas de origem microbiana, 
produzidas por técnicas de fermentação (HAEFNER et al., 2005) e podem estar 
disponíveis na forma de pó, granulada ou líquida. A primeira fitase comercial foi 
lançada no mercado em 1991 (GREINER e KONIETZNY, 2006) a Natuphos® da 
BASF, que é uma recombinante de A. niger NRRL 3135 em A. niger CBS, a qual 
aumentou 50 vezes a produção de fitase quando comparada com a linhagem 
selvagem (CASEY e WALSH, 2004; HAEFNER et al., 2005). Além dessa, outras 
preparações de fitases estão disponíveis no mercado (TABELA 3). O valor de 
qualquer produto de fitase é dependente da sua eficácia e estabilidade (SULABO et 
al., 2011). As preparações enzimáticas precisam apresentar características 
essenciais como: resistência à temperatura de peletização da ração, em torno de 
70-90°C, estabilidade em pH extremos, durante armazenamento e até a aplicação 
final (USHASREE et al., 2011; BHAVSAR e KHIRE, 2014). Na TABELA 3 são 





TABELA 3 -  PRINCIPAIS FITASES COMERCIAIS DISPONÍVEIS NO MERCADO  
 
FONTE: A autora (2015). 
 
2.3 CONDIÇÕES FÍSICAS E QUÍMICAS PARA A PRODUÇÃO DE FITASE  
 
Para o cultivo de micro-organismos são essenciais as condições adequadas 
para o seu desenvolvimento, bem como para a síntese da biomolécula de interesse. 
Dentre essas condições, incluem fontes de energia (macro e micronutrientes), 
fatores de crescimento ou indutores, vitaminas, minerais, pH, temperatura de 
crescimento adequada além da presença ou não de oxigênio, um inóculo viável, 
entre outras. 
Konazani e Satyanarayana (2012) salientaram a importância da agitação, 
aeração, pH, composição do meio de cultivo, viscosidade, tamanho, idade e 
morfologia do inóculo que influenciam a produtividade da fitase por FSm. Vohra e 
Satyanarayana (2003) também enfatizaram que os parâmetros físicos e químicos 
como o pH, temperatura, agitação do meio fermentativo e o oxigênio consumido e 
os nutrientes para o meio fermentativo, são fatores importantes para o crescimento 
do micro-organismo e para a produção de fitase. Do mesmo modo, Roy e 
colaboradores (2013) ressaltaram que para a obtenção de fitases em processos 
fermentativos é necessário estabelecer fatores físicos e químicos e condições 
nutricionais favoráveis para o crescimento do micro-organismo. As condições ou 
exigências de cultivo citadas podem ser otimizadas para obtenção máxima do 
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Allzyme® Alltech A.niger - Sólida - 200 g/ton Alltech, 2014 
Phyzyme® XP Danisco E. coli S. pombe - 
10000 
5000 500 U/kg Danisco, 2014 




























custos do processo. Contudo, a produção de fitase é altamente influenciada pelos 
componentes do meio, em particular a qualidade das fontes de carbono, nitrogênio, 
minerais e notadamente o fósforo.  
 
2.3.1 Fontes de carbono 
O ácido fítico ou seus sais são amplamente utilizados como indutores para 
síntese de fitase microbiana bem como fonte de carbono. 
Sasirekha e colaboradores (2012) otimizaram os componentes do meio de 
cultivo em FSm com auxílio de ferramentas estatísticas para a indução da produção 
da fitase de Pseudomonas aeruginosa e observaram que o fitato de sódio teve 
efeito positivo na produção. Mohamad e colaboradores (2012) realizaram um estudo 
de seleção de bactérias termófilas produtoras de fitase utilizando meios de cultivo 
sólido contendo fitato de cálcio como indutor enzimático. As bactérias encontradas 
como positivas para a sítese de fitase são pertencentes ao gênero Geobacillus sp., 
Anoxybacillus sp. e Anoxybacillus rupiensis UniSZA-7. 
 Salmon e colaboradores (2012) utilizaram resíduos e subprodutos 
agroindustriais como fontes alternativas de ácido fítico assim como a casca de café, 
farelo de soja, farelo de trigo, arroz, milho, cevada, centeio e polpa cítrica para 
produção de fitase de S. commune. Dentre os subprodutos, o farelo de trigo foi o 
melhor substrato para FES, bem como para maior produção da enzima, embora os 
outros resíduos também apresentaram efeito positivo na indução de fitase.  
Dentre as fontes de carbono mais usadas para a indução da síntese de fitase 
microbiana tem-se a glicose, monossacarídeo diretamente metabolizável. Por essa 
razão, muitos estudos reportam os efeitos da presença de glicose no meio de cultivo 
sobre a produção de fitase por fungos filamentosos em FSm (SHIEH e WARE, 
1968; Bhavsar et al., 2008; GIBSON, 1987). Shieh e Ware (1968) avaliaram o 
aumento na síntese da fitase de Aspergillus ficuum NRRL 3135 em um meio de 
cultivo contendo amido de milho e baixa concentração de fósforo inorgânico. Como 
o amido é um polissacarídeo, esse não é diretamente fermentescível, então a 
linhagem microbiana deveria ter capacidade de hidrolizá-lo para utilizar suas 
unidades monossacarídicas como fonte de carbono para seu crescimento e síntese 




O farelo de trigo é um subproduto agroindustrial que tem sido amplamente 
utilizado como uma fonte alternativa de carbono, mas também contém proteínas, 
minerais e um alto teor de ácido fitico. Diversos relatos foram encontrados na 
literatura, Roopesh e colaboradores (2006b) sintetizaram fitase de Mucor racemosus 
NRRL 1994 com farelo de trigo como substrato por FES. Kumar e colaboradores 
(2012b) otimizaram o meio de FSm usando 10% m/v de farelo de trigo para 
aumentar a produção de fitase de Achromobacter sp. PB-01. 
 
2.3.2 Fontes de nitrogênio 
As fontes de nitrogênio têm função na síntese proteica e outros mecanismos 
bioquímicos celulares. A quantidade de fonte de nitrogênio em um cultivo interfere 
na produção da proteína de interesse, bem como a relação C/N (carbono/ 
nitrogênio). Além de fontes inorgânicas, as fontes orgânicas complexas de 
nitrogênio pode ser outra opção. Algumas fontes alternativas de nitrogênio têm sido 
estudadas para a redução de custos durante o processo fermentativo (NEVES, 
2003), tais como melaço de cana e soja, xarope de milho, soro de leite e farinha de 
soja como matérias-primas industriais ricas em nitrogênio (PAPAGIANNI, 2004). 
Vassilev e colaboradores (2007) otimizaram o meio de FES para a produção de 
fitase de A. niger e verificaram que a milhocina (resíduo líquido do processamento 
do milho) como fonte de nitrogênio aumentou significativamente a produção 
enzimática. Lata e colaboradores (2013) conseguiram um aumento na síntese de 
fitase de Aspergillus heteromorphus MTCC 10685 quando suplementaram o meio 
de cultivo com fonte de nitrogênio (0,3% m/v), sendo que a melhor foi extrato de 
levedura, seguida de caseína e nitrato de amônio. Singh e colaboradores (2013) 
otimizaram meio de cultivo para avaliar diferentes fontes de nitrogênio (0,5% m/v de 
extrato de levedura, nitrato de sódio, sulfato de amônio, ureia e acetato de amônio) 
na produção de fitase de Bacillus subtilis, sendo a melhor fonte o extrato de 
levedura (produção de 398 U mL-1). 
 
2.3.3 Fontes de fósforo 
O fósforo (P) é um elemento não-metálico e encontrado na natureza na forma 




sistemas biológicos e apresenta variadas funções. O fósforo compõe o DNA, RNA, 
membranas celulares fosfolipídicas, além de ser um elemento estrutural dos tecidos 
esqueléticos em animais e seres humanos. Está associado à produção, transporte e 
armazenamento de energia em forma de ATP (adenosina trifosfato), bem como 
participa das rotas metabólicas celulares e do equilíbrio ácido-básico do plasma 
sanguíneo (MCDOWELL, 2003).  
A ocorrência do fósforo em meios fermentativos pode atuar como um 
regulador da produção de fitase, como relatado por diversos pesquisadores 
(HOWSON e DAVIS, 1983; GIBSON, 1987; ULLAH et al, 1987; CHELIUS e 
WODZINSKi, 1994; GARGOVA et al., 1997; VUOLANTO et al, 2001) e não somente 
por fungos, mas também em outros gêneros microbianos. 
As fontes de fósforo mais comumente utilizadas para a produção de fitases 
são fitato de sódio, fitato de cálcio, KH2PO4 e K2HPO4 (VOHRA e 
SATYANARAYANA, 2003). Não obstante, a maioria dos substratos utilizados para 
FSm e FES contém fósforo inorgânico disponível na sua composição, como por 
exemplo o farelo de trigo contendo ácido fítico.  
Shieh e Ware (1968) analisaram que baixas concentrações de fósforo 
inorgânico (KH2PO4) induziram a produção de fitase de A. ficuum NRRL 3135 
porém, o crescimento da biomassa foi limitado. Por outro lado, o aumento na 
concentração de fosfato inorgânico no meio de cultivo promoveu o crescimento do 
micro-organismo, embora a síntese de fitase diminuiu significativamente. Porém, as 
investigações conduzidas por Kim e colaboradores (1999a) e Vats e Banerjee 
(2002) verificaram que a biomassa e a concentração de proteínas não foram 
afetadas pela concentração de fosfato inorgânico no meio.  
Bhavsar e colaboradores (2008) concluiram também que a síntese de fitase 
de A. niger NCIM 563 foi afetada pelo fosfato inorgânico de resíduos agrícolas em 
FSm, o qual variou 2,8-8 mg g-1. Em contraste, os resíduos agrícolas que continham 
menos do que 4 mg g-1 de fosfato inorgânico mantiveram a produção de fitase.  
O ácido fítico é considerado uma fonte orgânica de fósforo e está presente 
em uma grande porção no grãos de trigo, trazendo importância durante a 
germinação (WILLIAMS, 1970).  Spier e colaboradores (2008) estudaram diferentes 
substratos com fonte orgânica (fósforo fítico) como potenciais indutores de síntese 




trigo, polpa de maçã, farelo de soja, farelo de arroz e demais combinações entre 
eles. A polpa cítrica foi ao melhor substrato para produção de fitase (51,5 U g-1). 
2.3.4 Agitação e aeração em FSm 
 A agitação e a aeração em FSm são essenciais para o crescimento dos micro-
organismos que necessitam de oxigênio (aeróbios) visando a produção de fitases. 
Os principais objetivos da agitação são a dispersão de bolhas de ar, com 
consequente suprimento de oxigênio às células microbianas, a suspensão das 
células e a transferência de calor e massa no meio (NEVES, 2003). O oxigênio 
também participa da geração de energia através do metabolismo de respiração 
mitocondrial celular e é fundamental para obter uma velocidade de crescimento 
específico significante (NEVES, 2003; SILVA et al., 2001). À vista disso, Kleist e 
colaboradores (2003) e Othman e colaboradores (2014) afirmaram que para uma 
elevada produção de fitase é necessário uma demanda elevada de oxigênio, os 
quais geralmente são controlados por agitação ou taxa de aeração em FSm. A 
síntese de fitase por Escherichia coli BL21 recombinante foi influenciada com taxa 
de aeração 3 vvm para alcançar rendimentos elevados de produção da enzima 
(OTHMAN et al., 2014). Papagianni e colaboradores (2001) compararam duas 
velocidades de agitação tipo orbital por FSm em frascos de Erlenmeyer. Observou-
se que a atividade de fitase Aspergillus niger  foi maior com 300 rpm do que em 150 
rpm. Kumari e colaboradores (2011) avaliaram o efeito de diferentes velocidades de 
agitação na produção da fitase de um fungo denominado PF-3. Dentre as 
velocidades testadas (100, 130, 160, 220 rpm), a melhor para a síntese da enzima 
foi 160 rpm. 
2.3.5 pH 
A produção de fitases é extremamente dependente do fator pH e geralmente 
a maioria das fitases só são produzidas e ativas em determinadas faixas de pHs 
(SANDBERG, 1997). Para a síntese de fitases, o parâmetro pH influencia a 
produtividade durante a FSm (KONAZANI e SATYANARAYANA, 2012). Desta 
maneira, Hussin e colaboradores (2012) otimizaram o bioprocesso de fitase de 
Enterobacter sakazakii ASUIA279 por FSm em frascos de Erlenmeyer e 
demonstraram que o pH 7,1 foi significativo na produção da enzima. Do mesmo 




como substrato com pH 6,0 (GULL et al., 2013). Nascimento e colaboradores (2013) 
relataram que a síntese da fitase de Aspergillus niger var. phoenicis URM 4924 foi 
influenciada pelo pH 4,0 e temperatura 30°C durante a FSm. Outros descrições 
encontradas na literatura como,  pH 5,0 de Pseudomonas sp. (SELVAMOHAN et al., 
2012), pH 6,5 de Bacillus subtilis (SHAMNA et al., 2012), pH 5,5 de Klebsiella sp. 
DB-3 FJ711774.1 (MITTAL et al., 2012). 
2.3.6 Temperatura 
A temperatura ótima para produção de fitases oriundas de micro-organismos 
varia entre 27 a 37°C em processos fermentativos (KONAZANI e 
SATYANARAYANA, 2012). A temperatura ótima pode variar dependendo da fonte 
de microbiana (bactéria, fungo ou levedura), vegetal ou animal. A temperatura é um 
importante parâmetro no crescimento dos micro-organismos, na produção e na 
estabilidade da enzima (SHIVANNA e VENKATESWARAN, 2014). Geralmente a 
maioria das fontes microbianas são mesófilas porém, com algumas exceções como 
fungos termófilos S. Thermophile possui temperatura de fermentação de 45°C 
(SINGH e SATYANARAYANA, 2012) e Rhizomucor pusillus  de 50°C (CHADHA et 
al., 2004).  
 Shivanna e Venkateswaran (2014) produziram fitases de A. niger CFR 335 e 
A. ficuum SGA 01 por FSm e FES e ambas com temperatura de fermentação de 
30°C. Sarlin e Philip (2013) reportaram a síntese de fitase da levedura 
Fenneropenaeus indicus utilizando a temperatura de 28°C. Porém, Lan e 
colaboradores (2002) aplicaram uma temperatura de fermentação superior a 39°C 
para a produção de fitase da bactéria Mitsuokella jalaludinii. 
 
2.4 PRODUÇÃO DE ENZIMAS POR MACROMICETOS 
 O cultivo submerso conduzido por fungos da classe Basidiomicota 
(macromicetos) tem recebido atenção como alternativa promissora e reprodutível 
para a produção eficiente de biomassa e de metabólitos. Os macromicetos têm sido 
estudados e aplicados com uma multiplicidade em diversas áreas pelo seus valores 
nutricionais, terapêuticos, cosméticos e na biorremediação. Outra notoriedade é que 
os fungos superiores são produtores expressivos de enzimas. Na literatura tem sido 




applanatum (SALMON et al., 2014a), proteases de Pholiota nameko (GUAN et al., 
2011), lacases de Pleurotus ostreatus (KARP et al., 2012), amilases de Tricholoma 
matsutake (HUR et al, 2001), pectinases de Polyporus squamosus (PERIČIN et al., 
2001), catalases de Antrodia camphorata (KEN et al, 2008), manganês peroxidase 
de Stereum ostrea (PRAVEEN et al., 2012), fitases de Peniophora lycii, Agrocybe 
pediades, Ceriporia sp., Trametes pubescens (LASSEN et al., 2001) entre outras 
enzimas.  
 
2.5 Ganoderma sp.  
O gênero Ganoderma sp. pertence a família Ganodermataceae, da ordem 
Polyporales e à classe dos Basidiomicetos (FIGURA 2). Todas as espécies são 
fungos de podridão branca, algumas são saprófitas enquanto outras são parasitas 
de raízes de árvores. A FIGURA 3 apresenta algumas espécies do gênero 
Ganoderma e suas estruturas macroscópicas e microscópicas. Algumas espécies 
do gênero Ganoderma possuem importância terapêutica, ecológica e cosmecêutica. 
Na medicina tradicional chinesa, acreditam que o consumo regular deste cogumelo 
proporciona vitalidade e longevidade para os indivíduos (PATERSON, 2006; SILVA, 
2006; STANLEY et al., 2005).  
Cannon e Kirk (2007) descreveram as características morfológicas e 
microscópicas da família Ganodermataceae, e o principal gênero é o Ganoderma. 
As características relatadas são: basidioma pileado e crescimento perene. Algumas 
espécies não possuem pecíolo (haste de sustentação), têm colorações que variam 
do marrom à avermelhado, aspecto lenhoso, superfície do píleo lisa ou rugosa e, 
frequentemente brilhante. O sistema hifal é di ou trimítico, hifas hialinas e conexões 
com hifas esqueléticas abundantes. O micélio tem geralmente coloração pálida, 
poroso, espesso e seccionado. Os basidiósporos têm coloração marrom, formas 
ovóide a elípticas e podem ter diversos tamanhos, paredes espessas, e camada 
interna fortemente pigmentada e ornamentada.  
Conforme relatos de Paterson (2006), o Ganoderma sp. produz compostos 
bioativos que possuem uma ampla gama de atividades terapêuticas. Os efeitos 
benéficos nos tratamentos reportados na literatura são: hipertensão, artrite, 
bronquite, asma, anorexia, gastrite, diabetes, hipercolesterolemia, nefrite, 
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dismenorreia, nefrite, constipação, hemorroida, lúpus eritematoso, hepatite e 
problemas cardiovasculares. Do mesmo modo, efeitos anti-tumorais, 
antimicrobianos e anti-HIV (GAO et al., 2003; KIM et al., 1993; PATERSON, 2006) 
têm sido relatadados. Jong e Birmingham (1992) reportaram que polissacarídeos de 
Ganoderma sp. inibiram o desenvolvimento de tumores. Esse fungo é igualmente 
citado por possuir substâncias com ação antioxidante, bem como aplicações em 
cosméticos (CHEN et al, 2008; SU et al., 1997). Contudo, várias espécies do gênero 
Ganoderma sp. têm sido estudadas como fontes de compostos terpênicos. Grande 
parte desses compostos apresenta atividade antiinflamatória, expectorante (DUKE, 
1985) e antimicrobiana (RAMAN et al., 1995), além do uso na produção de 
fragrâncias (PETERSEN, 2006). Esse fungo também tem sido utilizado na 
biorremediação, com o objetivo de degradar os contaminantes (compostos 
orgânicos) nos solos (RIGAS et al., 2007).  
Pesquisas sobre a obtenção, isolamento e a purificação dos compostos 
bioativos têm sido realizadas para garantir a qualidade e eficácia dos mesmos. A 
empresa The fungi Perfecti (USA) tem diversos produtos de cogumelos disponíveis 
mercado, dentre eles destaca-se o extrato em pó de Ganoderma lucidum em 
cápsulas chamado Host Defense® Reishi Extract--1 Fluid oz que declara revigorar a 
saúde (FUNGI PERFECTI, 2014). 












FIGURA 3 - ESPÉCIES DE Ganoderma sp.  
  
 
FONTE: WANG et al., (2012).  
LEGENDA: A-1: Ganoderma multipileum, basidioma; A-2. lamelas; A-3. micélios; A-4. hifas; A-5. 
basidiosporos. B-1: Ganoderma tropicum, basidioma; B-2. lamelas; B-3. micélios; B-4. hifas; B-5. 
basidiosporos. C-1: Ganoderma weberianum, basioma; C-2. lamelas; C-3. micélios; C-4. hifas; C-5. 
basidiosporos. D-1: Ganoderma resinaceum, basidioma; D-2. lamelas; D-3. micélios; D-4. hifas; D-5. 
basidiosporos. E-1: Ganoderma lucidum, basidioma; E-2. lamelas; E-3. micélios; E-4. hifas; E-5. 
basidiosporos.  
2.6 APLICAÇÕES DAS FITASES 
As fitases são consideradas enzimas versáteis devido à variedade de 
aplicações biotecnológicas. Suas aplicações são em meio ambiente, cosméticos, 
agricultura, produtos de consumo humano e principalmente como aditivo na 
alimentação animal. 
 
2.6.1 Indústria de ração animal 
Com os avanços na biotecnologia a nutrição animal vem se beneficiando com 
o uso das enzimas industriais, atuando no melhoramento da digestibilidade de 
nutrientes. O uso das enzimas em ração apresenta variadas vantagens como,
produtos de melhor qualidade, redução de perdas nutricionais além da redução da 
adição de fontes de matérias-primas não renováveis. Além disso, a aplicação das 





Os animais necessitam de fósforo na dieta para promover uma boa nutrição e 
desencadear os processos bioquímicos essenciais, bem como o crescimento ósseo. 
Uma vez que o fósforo fítico nas plantas não está prontamente disponível, a 
suplementação de fosfato inorgânico na dieta é necessária para atender às 
exigências desse mineral dos animais monogástricos. Com a aplicação da fitase em 
rações, especialmente para aves e suínos, é desnecessário a adição do fosfato 
inorgânico nas dietas dos mesmos (LEI et al., 2013). 
Radcliffe e Kornegay (1998) e Esteve-Garcia e colaboradores (2005) 
estimaram entre 300 a 600 unidades de atividade de fitase por quilograma de ração 
requerido para tornar disponível cerca de 0,8 g de fósforo inorgânico disponível e o 
qual podem substituir em torno de 1,0-1,3 g por quilograma de fósforo inorgânico. 
Atualmente, o preço do fosfato dicálcio usado na ração animal gira em torno de 
1.200 dólares por tonelada. Comparando com o custo médio da fitase contendo 
1.000 unidades por quilograma de ração, equivale a 0,5-2 dólares por tonelada de 
ração (LEI et al., 2013). 
Wodzinski e Ullah (1996) realizaram estudos demostrando que a inclusão da 
fitase na dieta de todos os animais monogástricos nos Estados Unidos não só 
diminuiram o fósforo liberado no meio ambiente totalizando 8,23 x 107 kg por ano, 
mas os produtores de animais também economizariam 1,68 x 108 dólares por ano. 
Segundo variadas comprovações, a utilização da fitase como aditivo na alimentação 
animal tornou-se amplamente aceita e várias preparações de fitase comercial têm 
sido produzidas. 
Na literatura existem muitos estudos sobre a inclusão de fitases na dieta dos 
animais não ruminantes. Desde 1990, o efeito benéfico da fitase na digestibilidade 
do fósforo fítico foi confirmado e, em seguida, novamente confirmado em frangos de 
corte (KORNEGAY et al., 1996), em suínos (ADEOLA et al., 2004), perus 
(RAVINDRAN et al., 1995), galinhas poedeiras (GORDON e ROLAND, 1998) e 
patos (ORBAN et al., 1999; ADEOLA, 2010). A fitase também tem sido considerada 
emergente na aplicação em ração de peixes (KUMAR et al., 2012a). Além disso, 
estudos mais recentes apresentam a suplementação da fitase na dieta de animais 
domésticos, como os caninos (YEO, 2012). O efeito da fitase na absorção de cálcio, 
outros sais minerais e aminoácidos também foram reportados em animais (ADEOLA 




Ushasree e colaboradores (2011) relataram que 60% da produção mundial 
de rações para suínos e aves contêm fitases e ainda estima-se que o mercado das 
fitases avance cada vez mais, alcançando a possível suplementação de 100% da 
enzima em todas as rações. 
 
2.6.2 Indústria de alimentos  
As fitases têm se destacado com potencialidade para o uso em 
processamentos de alimentos para consumo humano. As pesquisas têm se 
concentrado no melhoramento do valor nutricional dos alimentos de origem vegetal, 
bem como o aprimoramento de técnicas durante o processamento de alimentos. 
Porém, produtos contendo enzimas fitases disponíveis no mercado ainda são 
limitados. No entanto, as fitases podem ser encontradas como suplementos 
alimentares, como por exemplo o produto Digest (Enzymedica Inc., 2014).  
A aplicação das enzimas fitases em processos de panificação destinados à 
diminuição do teor de fitato tem sido reportada na literatura (BOHN et al., 2008; 
HAROS et al., 2001a,b; SINGH et al., 2011). O benefício da adição da fitase tem 
como objetivo melhorar a qualidade dos pães das seguintes maneiras: a primeira é 
no aspecto nutricional, reduzindo o fitato contido nos ingredientes da massa, e a 
segunda o volume dos pães e a textura da crosta foram melhores nas massas com 
fitase do que naquelas sem a adição da enzima, devido ao aumento da 
biodisponibilidade do cálcio, bem como a ativação da alfa amilase endógena 
(HAROS et al., 2001a,b). 
Khare e colaboradores (1994) relataram a aplicação da fitase em leite de 
soja, o qual possui alto teor de fitato. Após a aplicação da fitase foi obtido um 
produto sem a presença desse anti-nutriente. 
Outras aplicações têm sido exploradas, Fujita e colaboradores (2001) 
utilizaram uma fitase mutante produzida por Aspergillus oryzae (KL-38) durante a 
fermentação alcoólica da bebida sake para maior produção de etanol. Como o meio 
fermentativo é rico em arroz, o qual apresenta 80% do fósforo orgânico, explica-se a 
aplicação das fitases para a sua degradação e liberação de fosfato inorgânico, 





2.6.3 Indústria de cosméticos 
Outro novo segmento para a aplicação de fitases são em produtos 
cosméticos. O suplemento ZYTAZE® (OcuSOFT®, EUA) contendo a enzima fitase e 
citrato de zinco foi desenvolvido com a finalidade de maximizar a absorção do zinco, 
prolongando os efeitos estéticos da aplicação da toxina botulínica do Botox® 
(Allergan, Irvine, CA), Myobloc® (Solstice Neurosciences, Malvern, PA) e Dysport® 
(Tercica, Brisbane, CA). A toxina botulínica é uma metaloprotease zinco-
dependente. Portanto, para que a toxina seja mais efetiva, deve-se ligar ao zinco 
presente no organismo. Os fitatos impedem a absorção do zinco, pois quelam  esse 
mineral. Desse modo, com o uso desse produto, os fitatos presentes na dieta 
alimentar são hidrolizados pela enzima fitase, potencializando a ação entre a toxina 
e o zinco. Um estudo realizado por Koshy e colaboradores (2012) demonstrou que a 
utilização do ZYTAZE®, por um período de quatro dias que antecedem a aplicação 
das injeções de Botox®, resultou em um aumento (30%) tanto no efeito do 
tratamento, bem como na duração do efeito proporcionado pelo tratamento estético.  
 
2.6.4 Agricultura 
 No setor agrícola mundial, uma das maiores dificuldades é a deficiência do 
fósforo no solo. Além disso, o fósforo é considerado o macronutriente mais utilizado 
em adubos e a quantidade existente no solo é encontrada na forma de fitatos. Existe 
um grande número de estudos que citam o uso da fitase com a finalidade de 
melhorar a absorção desse mineral e o crescimento das plantas, bem como a 
redução da poluição de fósforo no meio ambiente (SINGH et al., 2011).  
Estudos sobre a expressão do gene da fitase β-propeller de B. subtilis em 
folhas de tabaco mostraram que as atividades de fitases presentes nas folhas e 
raízes transgênicas foram 7 a 9 vezes maior do que aqueles no tipo selvagem. Em 
um cultivo líquido contendo fitato de sódio 1 mM como única fonte de fósforo, as 
linhagens transgênicas de tabaco acumularam 1,7 a 2,2 vezes mais biomassa do 
que as plantas do tipo selvagem ao longo dos 30 dias de crescimento (LUNG et al., 
2005). Da mesma forma, Yadav e Tarafdar (2003) realizaram experimentos com 




utilizadas como inoculantes de sementes, com a finalidade de analisar a eficiência 
da nutrição de fósforo orgânico em plantas. 
  Assim, como cerca de 30 a 80% do total de fósforo nos solos está na forma de 
fitato, consequentemente o mineral no solo é pouco utilizado pelas plantas. Foi 
relatado que micro-organismos produtores extracelulares de fitases quando 
inoculados no solo melhoram a disponibilidade dos ânions polivalentes e íons 
metálicos e metabólitos microbianos (GEORGE et al., 2006). 
2.6.5 Meio ambiente 
Nos vegetais a maior parte do fósforo está estocado em fitato. Quando o 
animal ingere a ração sem a presença da enzima fitase, há excreção do fósforo 
fítico ao meio ambiente, pois seu organismo é incapaz de assimilá-lo (LUDKE et al., 
2002). Os suínos e aves produzem diariamente um volume grande de dejetos, 
incluindo o fósforo na forma orgânica. O efeito dos dejetos de animais pode 
prejudicar o solo, poluir o meio ambiente e prejudicar economicamente os 
agricultores. Como o solo torna-se saturado de fósforo e a capacidade máxima de 
absorção pelas plantas pode ser ultrapassada, esse mineral pode alcançar o lençol 
freático (RODRIGUES et al., 2007). As consequências da poluição nos recursos de 
água por dejetos dos animais com alta concentração de fósforo pode desencadear o 
fenômeno chamado de eutrofização, causado pelo crescimento desordenado de 
plantas aquáticas nos mananciais. O impacto pode atingir todo um ecossistema do 
fundo dos rios, lagos e lagoas (BEZERRA, 2005). O impacto ambiental causado 
pelo fósforo excretado pelos animais pode ser reduzido em torno de 30% com o uso 
de dietas suplementadas com a enzima fitase (SIMONS e VERSTEEGH, 1990). 
 
2.7 RECUPERAÇÃO, PURIFICAÇÃO E CARACTERIZAÇÃO DE FITASE 
A purificação de enzimas, bem como de outras biomoléculas, podem ser 
realizadas por variados métodos que são adaptados dependendo das 
características bioquímicas, do grau de separação e purificação desejados. O 
procedimento de purificação de enzimas pode ser dividido em quatro etapas 
principais: separação de células do meio de cultivo (clarificação); purificação de 




purificação de alta resolução (cromatografias) e, finalmente, o tratamento final do 
produto (PESSOA JR e KILIKIAN, 2005).  
Muitos trabalhos têm sido conduzidos com o objetivo de purificar a fitase, 
sendo esta destinada a diversas finalidades como estudos de caracterização 
bioquímica, estudo da estrutura molecular (cristalografia), uso na ração animal e em 
produtos para consumo humano. O conhecimento sobre a caracterização 
bioquímica da enzima estudada relacionado à estabilidade, temperatura, pH, 
moléculas ativadores e/ou inibidores é necessário para a obtenção de uma boa 
purificação (BEYNON, 1996).  
A literatura traz metodologias diferentes para atingir este objetivo, utilizando 
técnicas de precipitação com sais, extração líquido-líquido, cromatografias de troca 
iônica, de filtração em gel e interação hidrofóbica. Onem e Nadaroglu (2014) 
purificaram a fitase de Lactarius quietus em três etapas incluindo a precipitação com 
sulfato de amônio (40-80%), cromatografia de troca iônica (DEAE-Sephadex) e 
cromatografia de gel filtração (Sephacryl S-200). Os autores alcançaram uma 
recuperação da enzima de 31,1% e estimaram o tamanho molecular por SDS-PAGE 
de 45 kDa. 
A TABELA 4 apresenta dados da literatura de estratégias de separação 
sequenciais, tamanho molecular e alguns dados de caracterização bioquímica de 
enzimas fitases provenientes de macromicetos. Nota-se que a purificação de fitases 
de macromicetos consiste em mais de uma etapa cromatográfica para a obtenção 
da enzima purificada. Em média, para a purificação de alta resolução de fitases de 
macromicetos, são necessárias de 3 a 5 etapas sequenciais de purificação, 
















TABELA 4 - ETAPAS DE PURIFICAÇÃO E ALGUNS DADOS SOBRE CARACTERIZAÇÃO DE 
FITASES PROVENIENTES DE MACROMICETOS REPORTADAS NA LITERATURA 
 










1- Cromatografia de troca iônica, (resina 
aniônica Source 30Q FF, GE); 
2- Ultrafiltração (amicon 30 kDa) ; 
3- Cromatografia de gel filtração 
Sephacryl S-200. 




2- Cromatografia de troca iônica: DEAE-
cellulose, CM-cellulose, Q-Sepharose; 
3- Cromatografia por afinidade (Affi-gel 
blue gel); 
4- Cromatografia de gel filtração em 
sistema FPLC Superdex 75 HR 10/30, 
GE. 
14,8  45 5,0 Zhu et al (2011) 
Lentinus edodes 
1- Ultrafiltração; 
2- Cromatografia de troca iônica: DEAE-
cellulose, CM-cellulose e Q-Sepharose; 
3- Cromatografia por afinidade (Affi-gel 
blue gel); 
4- Cromatografia de gel filtração em 
sistema FPLC Superdex 75 HR 10/30. 
14  37 5,0 Zhang et al (2013a) 
Pleurotus eryngii 
1- Cromatografia de troca iônica: DEAE-
cellulose e CM-cellulose, 
2- Cromatografia por afinidade (Affi-gel 
blue gel); 
3- Cromatografia de troca iônica Q-
Sepharose. 
14 37 - Li et al  (2013) 
Volvariella 
volvacea 
1- Ultrafiltração de 3 kDa; 
2- Cromatografia de troca iônica DEAE-
cellulose e CM-cellulose; 
3- Cromatografia por afinidade (Affi-gel 
blue gel); 
4- Cromatografia de troca iônica Q-
Sepharose; 
5- Cromatografia de gel filtração com 
Superdex-75. 
14 45 5,0 Xu et al (2012) 
Schizophyllum 
commune 
1- Precipitação com sulfato de amônio 
70%; 
2- Cromatografia de troca iônica: resina  
DEAE-cellulose, CM-cellulose e Q-
Sepharose; 
3- Superdex 75 em sistema FPLC. 
72,5 50 4,6 
Zhang et al 
(2013b) 
 
Peniophora lycii  1- Ultrafiltração 10 kDa; 
2- Cromatografia de troca iônica resina 
Q-Sepharose FF;  
3- Cromatografia de interação 
hidrofóbica Phenyl Toyopearl 650S; 
4- Cromatografia de gel filtração 
Sephadex G25; 
5- Cromatografia de troca iônica resina 
Source 30Q.  
72 50-55 4,0-4,5 
Lassen et al 
(2001) 
Agrocybe 












pubescens  62 50 
5,0-
5,5 







Rodríguez-Fernández e colaboradores (2013) concentraram a fitase produzida 
por A. niger FS3 utilizando o sistema de membranas de ultrafiltração do tipo cassete 
de fluxo tangencial de porosidade 10 kDa. Os autores atingiram 86,14% de 
recuperação da enzima e concentraram 4,32 vezes a atividade enzimática. Em 
purificações de fitases, a ultrafiltração tem sido usada como primeira etapa de 
purificação de baixa resolução e é considerada eficiente na concentração da 
enzima. 
Salmon e colaboradores (2014b) aplicaram a estratégia de extração líquido-
líquido como alternativa para obtenção da fitase parciamente purificada de S. 
commune. O melhor sistema obtido do planejamento fatorial 24 foi citrato de sódio 
22% (m/m), PEG 1500 (g mol-1) e pH 7,0 que obteve um rendimento de 367% da 
enzima. Esse método alternativo pode ser usado como a primeira etapa do 
processo de purificação de baixa resolução da fitase de S. commune. 
As cromatografias foram sequenciais em vários estudos publicados na 
literatura, a maioria seguindo métodos sucessivos até a obtenção da enzima 
purificada ou parcialmente purificada. Shah e Trivedi (2012) realizaram etapas de 
purificação sequenciais da fitase produzida por Aspergillus tamari utilizando a 
precipitação com sulfato de amônio (0 a 90%), cromatografia de troca iônica (DEAE-
Sepharose CL6B e CM-Sepharose CL 6B) e gel filtração (Sephacryl S-200 HR). A 
recuperação da enzima resultou em 20,3% em relação ao extrato bruto enzimático. 
Após análise em SDS-PAGE, a massa molecular da fitase foi estimada em 85 kDa. 
 
2.8 ESTUDOS DE FORMULAÇÃO ENZIMÁTICA  
As preparações enzimáticas são formulações constituídas por uma ou mais 
enzimas, com a incorporação de ingredientes ou aditivos, a fim de facilitar o seu 
shelf life, armazenamento, comercialização, padronização, diluição ou dissolução. 
As preparações enzimáticas devem ser adequadamente caracterizadas e atender 
aos requisitos de identidade e pureza e às demais especificações constantes pelos 
órgãos reguladores (ANVISA, 2014). 
As características estruturais, bioquímicas (estabilidade à temperatura e ao 
pH) e a vida útil (ou shelf life) devem ser conservadas no produto enzimático bem 




características devem ser mantidas durante a preparação, embalagem, 
acondicionamento, armazenagem, transporte até a aplicação final do produto. Em 
geral, a estabilidade as enzimas pode ser alcançada por alguns métodos: adição de 
aditivos, imobilização de enzimas, engenharia genética e modificações químicas 
(COSTA et al., 2002; BATISTA, 2014; ROCHA et al., 1998) com o intuito de evitar 
alterações na atividade catalítica da enzima e proporcionar um maior shelf life.  
A adição de aditivos em preparações enzimáticas tem mostrado grande 
potencial, sendo um atrativo para formulações na forma líquida, sólida e granulada. 
Os aditivos empregados em preparações enzimáticas são sais, açúcares, algumas 
proteínas, polímeros, antimicrobianos, antioxidantes, entre outros (ZHENG et al., 
2011; NORIKO et al., 1999; INADA et al., 1994). Na TABELA 5 estão apresentados 
alguns estudos citados na literatura sobre o emprego dos aditivos na estabilidade de 
enzimas. Os aditivos devem auxiliar na manutenção da estrutura conformacional da 
enzima e assegurar a sua estabilidade e, consequentemente, a sua conservação 
até o limite de utilização fixado, como é o caso dos antimicrobianos, antioxidantes, 
estabilizantes, quelantes e também tamponantes que possibilitam o ajuste do pH 
(LE HIR, 1997). Apesar disso, esses aditivos podem ter propriedades distintas e, 
alguns dele apresentam mais de uma propriedade. É o caso do sal acetato de sódio 
que tem propriedade tamponante, antimicrobiana e estabilizante (ROWE et al., 
2009).  
O emprego de aditivos também difere conforme a aplicação da enzima. Por 
exemplo, se a enzima for aplicada na fabricação de um alimento ou em produtos 
terapêuticos, o aditivo deve ser tecnologicamente justificável e seguro à saúde, 
como limites da concentração e atóxico. Assim, a estratégia utilizada para o 
desenvolvimento de formulações enzimáticas devem seguir as propriedades e 
características de cada bioproduto (ANVISA, 2014).  
Durante a etapa de desenvolvimento de fórmulas, os estudos de incorporação 
de aditivos tornam-se relevantes e avaliam: as interações entre os componentes 
(incompatibilidades, reações sinérgicas e/ou antagônicas) e, principalmente a 
associação entre o aditivo e a enzima. Para o estudo de desenvolvimento de 
formulação e estabilidade enzimática não existe um procedimento geral e/ou 




e a enzima tem importância vital quando se propõem novas formulações visto que a 
sua utilização de forma coerente contribui para evitar interações indesejáveis que 
possam influenciar na perda de estabilidade da enzima. Um dos maiores desafios é 
assegurar a estabilidade enzimática evitando a degradação do mesmo nas 
formulações. A estabilidade refere-se ao tempo de armazenamento e a capacidade 
de atividade catalítica, devido à decomposição baseado neste tempo, o prazo de 
validade (shelf-life) de um produto é determinado (ICH, 2003).  
A estabilidade das enzimas também depende de fatores como temperatura, 
umidade, luz e de fatores relacionados ao próprio produto como propriedades físicas 
e químicas e aditivos, forma de apresentação (líquida, sólida e granulada), processo 
de produção, tipo e propriedades dos materiais de embalagem (ANVISA, 2014).  
Analisando o comportamento dos aditivos pode-se considerar que numa 
formulação, os aspectos químicos, a interação entre seus componentes e, 
consequentemente a compatibilidade entre os mesmos, diante de condições 
adversas de acondicionamento e transporte que devem ser avaliadas. Portanto, a 
integridade da enzima durante todo seu tempo de vida útil é garantida. Ainda que 
seja inevitável que as enzimas venham a se degradar dentro dos parâmetros 
aceitáveis, pode-se, dessa forma, pelo uso de uma correta formulação e condições 
adequadas de armazenamento, transporte e garantir o shelf life das preparações 
enzimáticas. 
TABELA 5 - ESTUDOS SOBRE A ADIÇÃO DE ADITIVOS NA ESTABILIDADE DE ENZIMAS 
CITADOS NA LITERATURA 
Enzima Aditivos Referências 
catalase Glicerol e glutaraldeído Costa et al (2002) 
lipase Benzeno Inada et al (1984) 
α-amilase Sacarose Samborska (2007) 
xilanase Sorbitol, manitol e glicerol George et al (2001) 
celulase Glicerol e albumina Singh et al (1991) 
fitase PEG 3350 Salmon et al (2012) 
protease Glicerol, manitol, xilitol e sorbitol Nirmal e Laxman (2014) 
lacase Polivinil álcool Mohidem e Mat (2012) 




CAPÍTULO II  IDENTIFICAÇÃO MORFOLÓGICA E MOLECULAR DE 





Este estudo teve por objetivo a identificação morfológica e molecular do 
fungo previamente selecionado como potencial produtor de enzima fitase para 
o desenvolvimento de um bioprocesso. A identificação morfológica baseou-se 
na avaliação das características macro e microscópicas tais como formato, 
coloração, basidioma, píleo, hifas e basidiósporos. A identificação molecular 
consistiu no sequenciamento das regiões ITS1 e ITS2 do DNA ribossomal da 
linhagem fúngica por reação em cadeia da polimerase (PCR). O resultado da 
análise morfológica (macro e microscópica) permitiu a identificação do 
basidiomiceto Ganoderma applanatum. A sequência obtida da identificação 
molecular foi alinhada com as sequências do banco de dados NCBI (National 
Center for Biotechnology Information) do mesmo gênero Ganoderma sp. A 
linhagem apresentou 96% de similaridade genética com o macromiceto 
Ganoderma applanatum. Porém, afirmou-se que o fungo pertence ao gênero 
Ganoderma sp., pois a porcentagem obtida neste estudo foi de 96%, reduziu-
se assim a probabilidade da espécie ser applanatum. Portanto, a sequência 
foi depositada no GenBank (NCBI, USA) como Ganoderma sp., MR-56 sob o 
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A identificação de novos micro-organismos com amplitude para 
aplicação biotecnológica possibilita o conhecimento das espécies presentes 
na biodiversidade. É cada vez maior o interesse da capacidade de micro-
oganismos que podem apresentar valores biotecnológicos (COPLEY, 2000). 
Diante disso, os fungos dão origem a substâncias de interesse econômico e 
com algumas espécies são ainda inexploradas. 
Cada espécie fúngica pode gerar um cogumelo único e com 
características particulares. Além disso, os macromicetos, popularmente 
conhecidos como cogumelos, constituem a classe dos Basidiomicetos e 
possuem capacidade de produzir substâncias de interesse terapêutico e 
alimentício. Desta forma, os macromicetos têm atraído a atenção dos 
pesquisadores em busca de novas espécies presentes na biodiversidade e de 
novas fontes de bioativos para produtos de interesse comercial. 
A identificação do gênero e espécie de um novo micro-organismo 
requer uma avaliação das características morfológicas e moleculares. O 
processo de identificação deve considerar características morfológicas 
(macroscópicas e microscópicas) ou características sensoriais, tais como o 
cheiro ou sabor (organolépticas) e ecológicas, e permite descobrir muitas 
diferenças e variações entre os macromicetos. Porém, tanto em nível micro 
como macroscópico, os caracteres podem ser variáveis dentro do mesmo 
grupo microbiano, dificultando assim a delimitação entre as espécies (KUO, 
2004). Apesar disso, os cogumelos de uma determinada espécie não 
apresentam rigorosamente todas as características morfológicas descritas na 
literatura, pois podem apresentar alterações devido a exposição a fatores 
ambientais e fatores de crescimento (temperatura, umidade, nutrientes, entre 
outros).  
Pode-se dizer que, indiscutivelmente, a maior concentração de genes 
no planeta reside na fração microbiana da biodiversidade. As limitações dos 
métodos tradicionais, aliadas ao avanço tecnológico na área de biologia 
molecular, fazem com que as técnicas moleculares sejam muito utilizadas 




espécies microbianas (ELSAS et al., 1998). Para uma maior precisão na 
identificação taxonômica microbiana, foram desenvolvidas várias técnicas, 
dentre as quais destacam-se aquelas baseadas nos ácidos nucléicos 
(EMBRAPA, 2002; ELSAS et al., 1998; SAIKI et al., 1985; GOMES, 2011). Os 
métodos moleculares receberam grande impulso com o desenvolvimento da 
técnica conhecida como PCR (reação de cadeia da polimerase). Esta técnica, 
descrita por SAIKI e colaboradores (1985), permite amplificar pequenos e 
específicos segmentos do genoma, permitindo a obtenção, in vitro, de várias 
cópias de determinada região do DNA. A técnica de PCR apresenta 
vantagens, como a facilidade e a rapidez em sua execução. A sequência 
gênica, mais frequentemente utilizada para a identificação fúngica, inclui os 
genes que codificam para o RNA ribossomal (rRNA). Inclui regiões muito 
conservadas como os genes de rDNAs e também sequências de DNA 
hipervariáveis como a região ITS (Internal Transcribed Spacer). Portanto, as 
regiões ITS apresentam uma elevada variação intra-específica e com 
importância na identificação molecular em estudos de taxonomia de fungos 
(IWEN et al., 2002; ALVES et al., 2007; GOMES, 2011).  
Assim, a identificação molecular proporciona elementos adicionais para 
uma identificação precisa e segura. Nesse estudo, sugere-se que a 
combinação de identificação morfológica e molecular poderão fornecer 
informações úteis para a adequada identificação do gênero e a espécie 
fúngica em estudo. 
2 MATERIAL E MÉTODOS  
2.1 CULTIVO DO MICRO-ORGANISMO 
A linhagem fúngica utilizada nesta pesquisa encontra-se depositada no 
Banco de Cepas do Departamento de Engenharia de Bioprocessos e 
Biotecnologia da Universidade Federal do Paraná. O macromiceto 
Ganoderma sp. MR-56 utilizado para a identificação teve origem e isolamento 
de seu basidiomata (basidiocarpo) e coleta no Parque Barigüi (Curitiba, PR, 
Brasil). O fungo foi previamente descontaminado e cultivado em placa de Petri 
contendo meio PDA (Potato Dextrose Ágar) a 30°C por cinco dias. A seleção 




fitases foi realizada por Salmon (2012) em FES utilizando farelo de trigo como 
substratos/suporte. As cepas dos gêneros Ganoderma sp., Trametes sp., 
Pleurotus sp., Schyzophillum sp., Coriollus sp., Grifola sp., Lentinus sp. e 
outras linhagens de macromicetos isoladas porém não identificadas também 
foram utilizadas nesse estudo e o Ganoderma sp. foi selecionado para estudo 
nesta tese.  
2.2 IDENTIFICAÇÃO MORFOLÓGICA 
A linhagem do presente estudo foi analisada macro e 
microscopicamente em relação às suas características morfológicas com o 
objetivo de identificar o gênero e espécie. A identificação taxonômica do 
cogumelo fresco foi realizada pelo pesquisador André August Remi de Meijer. 
A análise macroscópica incluiu forma, tipo do basidioma, formato do píleo, 
características da superfície (coloração, pilosidade e espessura). As 
características microscópicas foram determinadas com o auxílio do 
microscópio monocular Ernst Leitz Wetzlar® provido de objetivas 10X, 50X e 
100X. Foram analisadas as hifas, basidiósporos (forma, tamanho e coloração) 
e tipos de basídios. 
2.3 IDENTIFICAÇÃO MOLECULAR 
Após o crescimento micelial em meio PDA (conforme descrito no 
subitem 2.1), 100 mg do micélio foi transferido assepticamente com auxílio de 
uma alça de platina para microtubos de polipropileno de 2 mL previamente 
esterilizados. Cada microtubo continha 1800 µL de água destilada esterilizada. 
Os microtubos foram aquecidos à 60ºC e agitados em vórtex (Phoenix, Brasil) 
durante dois minutos. Foram realizados três ciclos de lavagem do micélio. No 
término de cada lavagem, a biomassa micelial foi centrifugada a 4.000 g por 1 
min a temperatura ambiente. A água de lavagem foi descartada e o micélio 
lavado foi transferido para outro microtubo esterilizado. Cada microtubo 
continha 1,5 g de beads de quartzo (previamente esterilizados overnight em 
mufla a 540ºC para a incineração do material orgânico) e 600 µL de tampão 
CTAB a 2% para a extração de DNA de acordo com a modificação (ver 
composição da solução tampão na TABELA 6) conforme Sánchez-Hernández 




realizado por método físico, com cisalhamento causado pelos beads de 
quartzo em agitação contínua de 3 minutos em agitador do tipo vórtex 
(Phoenix, Brasil) na potência máxima.  
O material pulverizado foi solubilizado em 350 μL de tampão CTAB e 
submetido a dois ciclos de congelamento e descongelamento (ultrafreezer a -
80°C / 2 min seguido de descongelamento em banho-maria à 75°C / 2 min). 
Para a purificação do DNA, seguiu-se método descrito por Sambrook e 
colaboradores (1987), adicionando-se 1 volume de solução de 
fenol/clorofórmio/isoamílico (25:24:1) para a remoção de proteínas. O material 
foi centrifugado a 13.200 g / 10 min. O procedimento foi repetido até a fase 
aquosa permanecer límpida. 
A precipitação do DNA foi realizada com 2,5 volumes de etanol 
absoluto  P.A., seguida de centrifugação a 12.000 g / 15 min à 4ºC. O DNA 
precipitado foi então lavado com 300 µL de etanol a 70% v/v P.A. e 
novamente submetido à centrifugação (12.000 g / 15 min). Posteriormente, o 
etanol foi evaporado em estufa à 37 ºC overnight. O DNA foi ressuspenso com 
água ultra pura para realização de uma corrida eletroforética em gel de 
agarose para analisar o aparecimento de bandas de DNA. Após esse 
procedimento, o DNA extraído foi armazenado sob congelamento a -20°C. O 
material foi diluído nas proporções de 1:5; 1:10, 1:20 em água ultra pura, 
etapa que precede a amplificação para evitar inibição de amplificação por 
excesso de DNA.  




Tris-HCl pH 8,0 100 mM 
Cloreto de sódio 1,4 M 
PEG 8000 1% 
EDTA pH 9,5 20 mM 
β-mercaptoetanol 0,3% 
 
2.3.1 Amplificação das regiões ITS 1 e ITS 2 do rDNA 
Dois iniciadores (primers) específicos utilizados para eucariotos foram 
adquiridos da empresa Invitrogen™ (USA): o primer ITS-5 




direção da sequência 5′ 3′, baseiam-se no manual de alinhamento da região 
ITS (COOKEE et al., 2000; BELLEMAIN et al.,  2010). Para a amplificação do 
DNA em PCR, foi adicionado em cada microtubo 2 μL de DNA mol contendo 
uma solução reagente com 0,4 µL dNTPs 10 mM, MgCl2 50 mM, 1,25 
unidades (U) de Taq Polymerase, 0,65 µL ITS 4 reverse e 0,65 µL ITS 5 
forward, 2,0 µL de tampão Tris-HCl pH 8 10X e 14 µL de água ultra pura. 
Todas as reações foram realizadas em termociclador Veriti (Applied 
Biosystems®, USA) com desnaturação inicial a 95°C / 10 min. Em seguida, a 
reação da polimerase em cadeia foi conduzida com 30 ciclos de desnaturação 
(95°C / 30 segundos), anelamento (46°C / 2 min) e extensão (72°C / 2 min), 
seguidos de uma extensão final de 72°C / 10 min. Os produtos de PCR foram 
visualizados em um gel de agarose a 1,2% m/v com o marcador de massa 
molecular 1kB (Invitrogen™, USA). O gel foi corado com brometo de etídio e 
visualizado em transluminador UV (Loccus Biotecnologia, Brasil). 
 
2.3.2 Purificação de DNA para reação de sequenciamento 
Os produtos de amplificação foram purificados por precipitação com 
acetato de amônio e armazenados a -20°C. Em um microtubo de 500 µL 
foram adicionados 45 µL do produto de PCR, 30 µL de acetato de amônio 7,5 
M (microfiltrado em 0,22 μm) e 90 µL de etanol absoluto. O material foi 
homogeneizado em agitador tipo vórtex e centrifugado a 13.000 g / 20 min à 
temperatura ambiente. O sobrenadante foi descartado para a obtenção do 
pellet. Em seguida foram gotejados lentamente 200 µL de etanol 70% (v/v), 
seguido de uma centrifugação a 13.000 g / 15 min à temperatura ambiente, o 
qual (sobrenadante) foi descartado após este procedimento. O material 
amplificado foi seco em estufa à vácuo à 45ºC (10 a 15 min) e então 
dissolvido em 20 µL de água ultra pura. Foi realizada eletroforese em gel de 
agarose 1,5% (m/v) com 3 µL do DNA purificado para avaliação da eficiência 






2.3.3 Sequenciamento de DNA 
O sequenciamento das amostras foi realizado pela empresa ACTGene 
Análises Moleculares Ltda (Centro de Biotecnologia, UFRGS, Porto Alegre, 
RS). Foi utilizado o sequenciador automático ABI-PRISM 3100 Genetic 
Analyzer armado com capilares de 50 cm e polímero POP6 (Applied 
Biosystems®, USA). Os DNA-moldes (30 a 45 ng) foram marcados utilizando-
se 4,5 pmol ou do primer ITS 4 (5’- TCCTCCGCTTATTGATATGC-3’) e do 
primer ITS 5 (5’- GGAAGTAAAAGTCGTAACAAGG - 3’) e 3 µL do reagente 
Big Dye Terminator v3.1 CycleSequencing RR-100 (Applied Biosystems) em 
um volume final de 10 µL. As reações de marcação foram realizadas em 
termociclador GeneAmp PCR System 9700 (Applied Biosystems) com uma 
etapa de desnaturação inicial à 96ºC / 3 min seguida de 25 ciclos de 96ºC / 10 
segundos, 55ºC / 5 segundos e 60ºC / 4 min. Uma vez marcadas, as amostras 
foram purificadas por precipitação com isopropanol a 75% e lavagem com 
etanol a 60%. Os produtos precipitados foram diluídos em 10 µL de formamida 
Hi-Fi (Applied Biosystems, USA), desnaturados à 95ºC / 5 min, resfriados em 
banho de gelo por 5 min e eletro-injetados no sequenciador automático. Os 
dados de sequenciamento foram coletados utilizando-se o programa Data 
Collection v 1.0.1 (Applied Biosystems, USA) com os parâmetros Dye Set “Z”; 
Mobility File “DT3100POP6{BDv3}v1.mob”; BioLIMS Project “3100_Project1”; 
Run Module 1 “StdSeq50_POP6_50cm_cfv_100”; e Analysis Module 1 “BC-
3100SR_Seq_FASTA.saz”. 
3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 
3.1 IDENTIFICAÇÃO MACROSCÓPICA E MICROSCÓPICA 
Os resultados da identificação macro e microscópica realizada pelo 
pesquisador André August Remi de Meijer mostram que “As características do 
Ganoderma applanatum são: basidioma lignícola e séssil (não tem pecíolo ou 
haste), píleo liso com superfície coloração marrom e margem coloração 
creme. Sistema hifálico dímitico, com hifas não amilóides e não dextrinóides. 
Basidiósporos ovóides e cilíndrícos, truncados na região terminal, de parede 
dupla e coloração marrom" (André August Remi de Meijer, comunicação 




A espécie Ganoderma australe pode ser facilmente confundida com 
Ganoderma applanatum, porém microscopicamente as duas espécies podem 
ser diferenciadas a partir do tamanho dos basidiósporos, onde Ganoderma 
australe possui basidiósporos de maior comprimento e menor largura quando 
comparados aos da espécie Ganoderma applanatum (VIEIRA et al., 2006). 
Para a confirmação do gênero e espécie, a identificação molecular do 
macromiceto foi realizada e os resultados são reportados a seguir. 
 
3.2 IDENTIFICAÇÃO MOLECULAR 
3.2.1 Análise de sequenciamento de DNA  
A sequência de nucleotídeos obtida do fungo em estudo foi alinhada 
com sequências referentes ao gênero Ganoderma sp. depositadas no banco 
de dados do GenBank (NCBI, 2014) e o alinhamento resultou em  96% de 
similaridade com o Ganoderma applanatum (região 5.8S do RNA ribossomal e 
sequência gênica parcial do 28S RNA ribossomal, TABELA 7). Pode ser 
afirmado que o basidiomiceto pertence ao gênero Ganoderma sp. porém, 
como a porcentagem obtida neste estudo foi de 96%, reduziu-se assim a 
probabilidade da espécie ser applanatum. Para a confirmação conclusiva da 
espécie, recomenda-se que mais regiões ITS do DNA ribossomal da linhagem 
fúngica sejam realizadas para a tentativa de se obter maior similaridade 
genética (recomendada acima de 98%) e confirmação da mesma (CHENG et 
al., 2014). A sequência foi depositada no GenBank (NCBI, USA) sob o número 
de acesso KM658266. A TABELA 7 apresenta o alinhamento da sequência 













TABELA 7 - RESULTADO DO ALINHAMENTO DA SEQUÊNCIA PARCIAL DE Ganoderma 
sp. Informações relacionadas ao alinhamento da sequência gênica parcial do 5.8S do RNA 
ribossomal e sequência gênica parcial do 28S RNA ribossomal (Ganoderma applanatum 
voucher BAFC:1168 internal transcribed spacer 1, partial sequence; 5.8S ribosomal RNA gene 
and internal transcribed spacer 2, complete sequence; and 28S ribosomal RNA gene, partial 
sequence. Sequence ID: gb|HM602034.1|Length: 536 Number of Matches: 1Range 1: 53 to 
401 GenBank Graphics Next Match Previous Match) 
Informações do Alinhamento da Sequência Gênica Parcial (GenBank, NCBI, 2014) 
Score Expect Identities Gaps Strand 
554 bits (614) 5e-159 336/349 (96%) 6/349 (1%) Plus/Plus 
Query  109  CTTTCTTATGTTT-ACTACAAACGCTTCAGTTATAGAATGTTTACTGTGTATAACACAAT  
167 
            ||||||||||||| ||||||||||||||||||||||||||| 
Sbjct  53   CTTTCTTATGTTTTACTACAAACGCTTCAGTTATAGAATGTCAACTGTGTATAACACATT       
112 
Query  168  TATATACAACTTTCAGCAACGGATCTCTTGGCTCTCGCATCGATGAAGAACGCAGCGAAA  
227 
            |||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||| 
Sbjct  113  TATATACAACTTTCAGCAACGGATCTCTTGGCTCTCGCATCGATGAAGAACGCAGCGAAA  
172 
Query  228  TGCGATAAGTAATGTGAATTGCAGAATTCAGTGAATCATCGAATCTTTGAACGCACCTTG  
287 
            |||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||| 
Sbjct  173  TGCGATAAGTAATGTGAATTGCAGAATTCAGTGAATCATCGAATCTTTGAACGCACCTTG  
232 
Query  288  CACTCCTTGGTATTCCGAGGAGTATGCCTGTTTGAGTCTCATGGAATTCTCAACCCCTAA  
347 
            |||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||| ||||||||||||||| 
Sbjct  233  CACTCCTTGGTATTCCGAGGAGTATGCCTGTTTGAGTCTCATGGTATTCTCAACCCCTAA  
292 
Query  348  A-TTTTGTAATGAA-GTTTAGTGGGCTTGGACTTGGAGGTTGTGTCGG--CTTCT-AGTC  
402 
            | |||||||||||| |||||| ||||||||||||||||||||||||||  ||| |  ||| 
Sbjct  293  ATTTTTGTAATGAAGGTTTAGCGGGCTTGGACTTGGAGGTTGTGTCGGCCCTTGTCGGTC  
352 
Query  403  GACTCCTCTGAAATGCATTAGCGTGAATCTTACGGATCGCCTTCAGTGT  451 
            ||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||| 
Sbjct  353  GACTCCTCTGAAATGCATTAGCGTGAATCTTACGGATCGCCTTCAGTGT  401 
Fonte: Banco de dados do GenBank (NCBI, 2014). 
4 CONCLUSÃO 
O fungo identificado no presente estudo pertence à classe 
Basidiomycota (basidiomiceto) e ao gênero Ganoderma sp. com base nos 
critérios morfológicos e moleculares. A partir da identificação molecular foi 
possível confirmar o gênero Ganoderma. Porém, a espécie não foi confirmada 
pela identificação molecular visto que a porcentagem de similaridade genética 
foi inferior (96%) ao indicado para a confirmação de uma espécie (> 98%).  
Deste modo, sugere-se que outras regiões ITS do rDNA sejam analisadas 
para a confirmação da identificação da espécie do Ganoderma sp. utilizado no 
desenvolvimento da presente tese. A sequência foi depositada no GenBank 




CAPÍTULO III  ESTUDOS DE SUPLEMENTAÇÃO DO MEIO PARA 
OTIMIZAÇÃO DO BIOPROCESSO DE PRODUÇÃO DE FITASE DE 
Ganoderma sp. MR-56 POR CULTIVO SUBMERSO 
 
RESUMO 
O propósito deste capítulo foi inicialmente avaliar a influência das 
suplementações no meio de cultivo para o possível aumento de produção de 
fitases e otimização da suplementação do meio (estudos prévios) e de alguns 
parâmetros físico-químicos com o auxílio de ferramentas estatísticas. Os 
estudos de incremento da produção de fitases por cultivo submerso em 
extrato aquoso de farelo de trigo 20% (m/v) tratado iniciaram-se com a 
suplementação de fontes de carbono, nitrogênio e minerais, realizados 
separadamente. Nesses estudos preliminares de suplementação do meio, o 
melaço de cana 6%, o extrato de levedura 2% e o CaCl2 1 mM incrementaram 
a produção de fitases em 80,95%, 95% e 36,43%, respectivamente em 
relação ao controle (extrato de farelo de trigo 20% m/v tratado sem nenhuma 
suplementação no meio). A otimização da suplementação do meio e de 
alguns parâmetros físico-químicos foram realializadas utilizando dois 
planejamentos experimentais, o delineamento composto central rotacional 
(DCCR). A primeira etapa da otimização do bioprocesso foi a suplementação 
do meio com as seguintes variáveis: melaço de soja, extrato de levedura e 
CaCl2. A segunda etapa consistiu na seleção de variáveis (temperatura de 
cultuvo, pH e taxa de inoculação) que também afetaram a produção da 
enzima. Após realizadas as duas etapas, a maior produção foi de 14,5 U mL-1 
de fitase com um aumento de 5,8 vezes em relação ao extrato aquoso de 
farelo de trigo 20% (m/v) tratado sem suplementação, obtidas utilizando as 
condições otimizadas: extrato de levedura 8% (m/v), temperatura de cultivo 
30°C, pH inicial 6,0 e taxa de inoculação de 3% (v/v).  





As enzimas fitases podem ser produzidas por bioprocessos a partir de 
micro-organismos. Os fungos são as fontes microbianas mais promissoras 
devido às suas fitases apresentarem maior estabilidade térmica e maior 
estabilidade em uma faixa ampla de pH, quando comparadas com as fitases 
de outras origens (MONTEIRO, 2011; BOHN et al., 2008; TAHIR et al., 2010). 
A utilização de ferramentas estatísticas para a otimização de 
bioprocessos apresenta-se como uma alternativa para otimizar os fatores que 
influenciam uma determinada resposta (resultado), bem como as possíveis 
interações entre as variáveis. A otimização de um bioprocesso visa reduzir 
tempo, número de experimentos, gastos com materiais e reagentes, com 
concomitante obtenção de um ponto ou região ótima do resultado ou resposta 
esperada.  
A produção industrial de enzimas é limitada devido aos custos de 
produção envolvidos nas etapas dos processos fermentativos. Estima-se que 
aproximadamente 40% do custo total pode estar relacionado ao meio de 
cultivo utilizado para a fermentação. Portanto, o uso de um subproduto 
agroindustrial e sua otimização são de grande importância para a redução dos 
custos de produção (JOO e CHANG, 2005). Vários resíduos agroindustriais 
são usados como fontes alternativas de substratos para a produção de fitases, 
devido à representação de uma fonte alternativa de baixo valor comercial, 
principalmente quando se visa à produção dessas enzimas em larga escala. 
De modo geral, nos últimos anos, o uso de resíduos e subprodutos 
agroindustriais vem aumentando a cada ano. Estudos de Salmon e 
colaboradores (2012) evidenciaram a otimização das variáveis (temperatura 
de cultivo, concentração de sacarose, extrato de levedura, pH e taxa de 
inoculação) da FES com aplicação estatística do Box-Behnken design para 
produção de fitase de S. commune com farelo de trigo como substrato. Os 
autores obtiveram um aumento de 2,85 vezes no processo e produção de 
113,7 U g-1 quando comparado ao processo sem otimizar. Moreira e 
colaboradores (2014) utilizaram resíduo de mandioca para otimização da 
síntese de fitase de A. japonicus URM 5633, alcançando 174 U g-1 de enzima 




Os processos fermentativos são influenciados significativamente por 
parâmetros físicos e químicos. Para o desenvolvimento do bioprocesso da 
fitase de Ganoderma sp. MR-56 foram realizados estudos de suplementação 
do meio com fontes de carbono, nitrogênio e minerais. Em seguida, os 
nutrientes que aumentaram a produção da enzima foram empregados nos 
planejamentos experimentais do tipo DCCR. 
O objetivo deste estudo foi avaliar a influência de suplementações no 
meio de cultivo e otimizar algumas condições físico-químicas do bioprocesso 
para a produção de fitases de Ganoderma sp. MR-56 por cultivo submerso 
utilizando o extrato aquoso de farelo de trigo como substrato e a metodologia 
de superfície de resposta. 
2 MATERIAL E MÉTODOS 
2.1 MICRO-ORGANISMO 
  O micro-organismo Ganoderma sp. MR-56 foi previamente selecionado 
(conforme descrito no subitem 2.1 do capítulo II) e obtido da coleção de 
culturas do laboratório de Engenharia de Bioprocessos e Biotecnologia da 
Universidade Federal do Paraná. O micro-organismo foi repicado em placas 
de Petri contendo meio PDA (ágar de batata dextrose) previamente 
esterilizado em autoclave à 121°C, 1 atm e por 15 minutos. Para a 
manutenção do fungo, foram realizados repiques a cada 30 dias. A partir das 
placas, o basidiomiceto foi repicado na forma de fragmentos de tamanho 10 
mm por 10 mm de micélios, em outras placas de Petri contendo o mesmo 
meio PDA previamente esterilizado. As placas de Petri foram incubadas em 
estufa à 30°C durante 7 dias. Após o crescimento do micélio (análise visual), 
as placas foram armazenadas sob refrigeração (4°C). 
2.2 EXTRAÇÃO LÍQUIDA DO SUBSTRATO FARELO DE TRIGO PARA 
CULTIVO SUBMERSO 
A seleção prévia de substratos foi realizada por Salmon (2012) que 
teve como objetivo avaliar a capacidade Ganoderma sp. MR-56 em sintetizar 
a fitase. O substrato farelo de trigo, subproduto agroindustrial, apresenta um 




fitases (SALMON et al., 2012; SPIER et al., 2008), escolhido dentre outras 
fontes. Neste estudo os substratos utilizados foram extratos de farelo de trigo, 
casca de soja, casca de café, centeio, milho, arroz, polpa cítrica, manipueira e 
melaço de cana. O experimento foi realizado utilizando 20% (m/v) de farelo de 
trigo em água (20 gramas do substrato e 80 mL de água), tratado 
termicamente à 100°C por 20 minutos e, posteriormente, filtrado em tecido 
TNT.  
2.3 PRÉ-TRATAMENTO DO SUBSTRATO PARA CULTIVO SUBMERSO 
O extrato aquoso do farelo de trigo preparado conforme decrito no 
subitem 2.2 foi conduzido a um pré-tratamento para reduzir a contaminação 
microbiana, pois a esterilização (em autoclave) provoca a degradação do 
ácido fítico. Portanto, o extrato aquoso foi submetido ao tratamento térmico 
conforme Salmon e colaboradores (2012). Os experimentos foram conduzidos 
em frascos Erlenmeyer de 250 mL de capacidade contendo 100 mL de extrato 
de farelo de trigo a 20% (m/v) para o cultivo submerso. O pH inicial do extrato 
foi de 6,0.  
2.4 PREPARO DO PRÉ-INÓCULO 
O Ganoderma sp. MR-56 foi inoculado em meio líquido seletivo 
denominado Czapek modificado (glicose 30 g, extrato de levedura 6 g, fosfato 
de potássio monobásico 1 g, sulfato de magnésio 0,5 g, sulfato de ferro 0,01 g 
para 1 litro de meio de cultivo), pH ajustado 6,0 e previamente esterilizado. 
Utilizaram-se 4 fragmentos de micélio (10 mm por 10 mm) em 100 mL do meio 
em frascos Erlenmeyer de 250 mL. Os frascos foram então incubados em um 
agitador orbital tipo shaker (Tecnal, TE-420) à 30°C, 120 rpm, por cinco dias. 
Após a formação dos pellets, eliminou-se o excesso do meio líquido, e esses 
foram rompidos com uma espátula previamente esterilizada de modo a obter 
uma suspensão homogênea de fragmentos de micélio. O estudo da taxa de 
inoculação foi conduzida conforme descrito no subitem 2.8. 
2.5 PRODUÇÃO DE FITASES POR CULTIVO SUBMERSO 
Os experimentos de cultivo submerso foram conduzidos em frascos 
Erlenmeyer de 250 mL de capacidade contendo 100 mL de extrato aquoso de 




suspensão de micélio (pellets) de Ganoderma sp. MR-56 e foram incubados 
em agitador do tipo shaker (Tecnal, TE-420) 120 rpm e à 30°C. Os cultivos 
foram realizados em duplicata e os ensaios enzimáticos (subitem 2.6) em 
triplicata. 
2.6 ATIVIDADE ENZIMÁTICA DA FITASE 
A determinação da atividade da enzima fitase foi medida pela liberação 
de fósforo inorgânico de acordo com a metodologia descrita por Heinonen e 
Lahti (1981) com algumas modificações, expressa em U mL-1 (Unidades por 
mL). Uma unidade de atividade de fitase (U) representa a liberação de 1 μmol 
de fosfato inorgânico (KH2PO4) por minuto.  
2.7 FLUXOGRAMA DOS ESTUDOS DE SUPLEMENTAÇÃO DO MEIO PARA  
OTIMIZAÇÃO DO BIOPROCESSO DE PRODUÇÃO DE FITASE  
 Neste capítulo foi realizado variados estudos para o incremento da 
produção de fitase de Ganoderma sp. MR-56 por cultivo submerso. Os 
estudos propostos foram conduzidos pelas seguintes etapas: estudos de 
suplementação do meio de cultivo (suplementação com diferentes fontes de 
carbono, suplementação com diferentes fontes de nitrogênio e suplementação 
com diferentes fontes de minerais e PEG); estudo da taxa de inoculação; 
otimização da suplementação do meio de cultivo; determinação da melhor 
concentração de extrato de levedura; otimização dos parâmetros físico-
químicos. A FIGURA 4 apresenta o fluxograma dos estudos de 














 FIGURA 4 - FLUXOGRAMA DOS ESTUDOS DE SUPLEMENTAÇÃO DO MEIO PARA 
OTIMIZAÇÃO DO BIOPROCESSO DE PRODUÇÃO DE FITASE 
 
 
2.7 ESTUDOS DE SUPLEMENTAÇÃO DO MEIO PARA O CULTIVO 
SUBMERSO 
2.7.1 Estudo de suplementação do meio com diferentes fontes de carbono  
O estudo da suplementação do meio com diferentes fontes de carbono 
(glicose, sacarose, maltose, melaço de cana e melaço de soja) objetivou 
avaliar um possível incremento na produção da enzima durante o cultivo 
submerso. A concentração de cada fonte foi calculada a partir do número de 
átomos de carbono. Padronizou-se para que todos os ensaios apresentassem 
a mesma concentração de carbono a 5 g mol-1. Os experimentos foram 
realizados em duplicata. 
2.7.2 Estudo de suplementação do meio com diferentes fontes de nitrogênio 
O estudo foi realizado para avaliar a influência da suplementação com 
diferentes fontes de nitrogênio durante o cultivo submerso para o possível 
incremento da produção de fitase de Ganoderma sp. MR-56. As fontes de 
nitrogênio avaliadas foram ureia, citrato de amônio, peptona, triptona, extrato 
Otimização dos parâmetros físico-químicos para a produção de fitase 
Determinação da melhor concentração de extrato de levedura 
Otimização da suplementação do meio para a produção de fitase  
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Suplementação com diferentes 
fontes de carbono 
Suplementação com diferentes 
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Suplementação com diferentes 
fontes de minerais e PEG 




de malte e extrato de levedura. A concentração de cada fonte foi determinada 
a partir do número de átomos de nitrogênio e padronizada para que todos os 
ensaios apresentassem 2 g mol-1. Os experimentos foram realizados em 
duplicata. 
2.7.3 Avaliação da suplementação de minerais e do polímero PEG no cultivo 
submerso 
Alguns íons metálicos na forma de seus sais foram testados para o 
estudo da avaliação da produção da fitase em cultivo submerso: KCl, CaCl2, 
MgSO4, Na2SO4, FeSO4, MnSO4, ZnSO4, CuSO4 e PEG 3350 (surfactante) na 
concentração final de 1 mM conforme Salmon e colaboradores (2012). Os 
experimentos foram realizados em duplicata. 
2.8 ESTUDO DA TAXA DE INOCULAÇÃO 
O estudo da concentração da biomassa úmida de Ganoderma sp. MR-56 
proveniente do cultivo líquido em meio Czapek foi realizado para a inoculação 
do meio de cultivo (subitem 2.5) nas seguintes concentrações: 1, 2, 3, 4, 5, 6, 
7, 8, 9 e 10% (v/v), contendo extrato de farelo de trigo 20% (m/v) tratado. 
Realizou-se este estudo para padronizar o volume de pellets inoculados no 
meio de cultivo submerso para a produção de fitase. 
 
2.9 OTIMIZAÇÃO DO BIOPROCESSO PARA A PRODUÇÃO DE FITASE EM 
CULTIVO SUBMERSO 
2.9.1 Otimização da suplementação do meio para a produção de fitase em 
cultivo submerso 
Baseado nos estudos preliminares de suplementação do meio de fonte 
de carbono, nitrogênio e minerais, a primeira etapa de otimização do 
bioprocesso foi definido um planejamento experimental do tipo DCCR com 
três variáveis previamente estudadas (melaço de soja, extrato de levedura e 
cloreto de cálcio), dois níveis, seis pontos axiais e quatro pontos centrais, 
totalizando 18 ensaios. Os níveis utilizados para cada variável estão 
apresentados na TABELA 8. Os experimentos em cultivo submerso foram 
conduzidos em frascos Erlenmeyer de 250 mL de capacidade contendo 100 




temperatura 30ºC, agitação de 120 rpm e suplementados com as quantidades 
apresentadas na TABELA 8. Amostras foram retiradas após 96 horas de 
cultivo para análise enzimática. O software “STATISTICA 5.0” (Stasoft Inc, 
EUA) foi utilizado para a obtenção do planejamento experimental e análise 
estatística dos resultados. 
TABELA 8 - NÍVEIS CODIFICADOS E DECODIFICADOS DAS VARIÁVEIS MELAÇO DE 




-1,68 -1 0 +1 +1,68 
Melaço de soja (%) 0 2,43 6 9,57 12 
Extrato de levedura (%) 0 0,81 2 3,19 4 
CaCl2 (mM) 0 4,05 10 15,95 20 
 
2.9.2 Determinação da melhor concentração de extrato de levedura 
Com base nos resultados da etapa anterior, determinou-se a melhor 
concentração de extrato de levedura adicionado ao extrato do farelo de trigo 
20% (m/v) tratado para a produção de fitases por cultivo submerso. As 
concentrações utilizadas de extrato de levedura foram: 4, 6, 8 e 10% (m/v). 
Uma condição controle também foi analisada, sem a adição de extrato de 
levedura. Os experimentos foram realizados em duplicata. 
2.9.3 Otimização dos parâmetros físico e químicos para a produção de fitase 
por cultivo submerso 
A segunda etapa de otimização do bioprocesso para a produção de 
fitases consistiu em avaliar alguns parâmetros físico-químicos e possíveis 
interações entre as variáveis utilizando um planejamento experimental do tipo 
DCCR, sendo três variáveis, dois níveis, seis pontos axiais e quatro pontos 
centrais, totalizando em 18 ensaios. As variáveis estudadas foram pH, 
temperatura e taxa de inoculação. Os níveis das variáveis utilizados estão 
apresentados na TABELA 9. Os cultivos submersos foram conduzidos em 
frascos de Erlenmeyer de 250 mL contendo 100 mL do extrato do farelo de 
trigo 20% (m/v) tratado. O software “STATISTICA 5.0” (Stasoft Inc, EUA) foi 





TABELA 9 - NÍVEIS DAS VARIÁVEIS CODIFICADOS E DECODIFICADOS DAS VARIÁVEIS 




-1,68 -1 0 +1 +1,68 
pH 2,63 4 6 8 9,36 
Temperatura (ºC) 25 27,05 30 32,97 35 
Taxa de inoculação (%) 1 1,81 3 4,19 5 
 
2.10 DETERMINAÇÃO DA COMPOSIÇÃO DO EXTRATO DO FARELO DE 
TRIGO 
As análises fisico-químicas do extrato de farelo de trigo 20% (m/v) e do 
extrato de farelo de trigo 20% (m/v) tratado (conforme os subitens 2.2 e 2.3) e 
otimizado (extrato de levedura 8% (m/v), pH 6,0 e temperatura 30ºC) foram 
realizadas. As amostras foram analisadas pelo Laboratório de Nutrição Animal 
da UFPR e os parâmetros avaliados foram: resíduo mineral (AOAC, 1995), 
umidade, pH (método potenciométrico, pHmetro), proteínas (pelo método de 
Kjeldhal, AOAC, 1995), extração de lipídeos pelo método Soxhlet (AOAC, 
1990) e carboidratos (açúcares totais, DUBOIS, 1956). Os métodos analíticos 
seguiram o Compêndio Brasileiro de Alimentação Animal, 2009. 
3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 
3.1 ESTUDOS DE SUPLEMENTAÇÃO DO MEIO PARA O CULTIVO 
SUBMERSO 
Em todos os estudos de suplementação do meio para o cultivo 
submerso as atividades enzimáticas foram representadas por atividade 
relativa de fitase, considerando que o experimento controle continha 100% de 
atividade relativa de fitase em relação aos experimentos suplementados. 
3.1.1 Estudo de suplementação do meio com diferentes fontes de carbono 
A suplementação do meio de cultivo submerso com diferentes fontes de 
carbono resultou em um incremento na produção de fitase quando comparada 
ao experimento controle. Os resultados desse estudo estão apresentados na 
FIGURA 4. Houve um aumento de 80,95% na produção de fitase quando 




(sem adição de fonte de carbono). O melaço de soja 6% foi a fonte de 
carbono selecionada para estudos posteriores de otimização do bioprocesso. 
Conforme Sella e colaboradores (2013), o melaço de soja é um resíduo 
complexo composto de carboidratos de peso molecular elevado (glicose, 
frutose, galactose, sacarose, rafinose e estaquiose), proteínas e lipídeos. 
Sugere-se que este subproduto contribuiu para o incremento da produção de 
fitase, visto que possui variadas fontes nutricionais, bem como uma relação 
C/N mais equilibrada. A suplementação com glicose também apresentou um 
aumento significativo de 49% na produção de fitase comparado com a 
produção do experimento controle. A atividade enzimática apresentou um 
ligeiro aumento com a suplementação de melaço de cana (16,7%), maltose 
(15,1%) e sacarose (7,3%) em relação ao controle.  
Usando Tukey's multiple comparisons test como ferramenta estatística 
para avaliar a diferença entre os experimentos, o melaço de soja foi a única 
fonte de carbono testada no estudo de suplementação do meio que 
apresentou diferença significativa (p < 0,05) na produção de fitase, quando 
comparado às outras fontes de carbono e ao controle, com exeção da glicose 
(FIGURA 5 A).  
Dados reportados na literatura indicam que a produção de fitase por 
Bacillus sp. C43 em FSm utilizando farelo de trigo, suplementado com glicose 
e sacarose, aumentou a síntese da enzima resultando em 0,52 e 0,59 U mL-1 
respectivamente (SREEDEVI e REDDY, 2012). Os resultados positivos 
condescendem com Singh e Satyanarayana (2012) que observaram o 
aumento da produção da fitase (aproximadamente 146%) de S. thermophile 
com a adição da glicose. Um efeito similar foi encontrado nos estudos de 
Nampoothiri e colaboradores (2004) que  aumentaram 331% a produção de 
fitase de Thermoascus auranticus em FSm com a adição de farelo de trigo 









FIGURA 5 – A: EFEITO DA SUPLEMENTAÇÃO DO MEIO DE CULTIVO SUBMERSO COM 
DIFERENTES FONTES DE CARBONO PARA A PRODUÇÃO DE FITASE POR Ganoderma 
sp. MR-56. B: ESTUDO DE SUPLEMENTAÇÃO DE DIFERENTES FONTES DE 
NITROGÊNIO DURANTE O CULTIVO SUBMERSO PARA PRODUÇÃO DE FITASE POR 
Ganoderma sp. MR-56. LETRAS IGUAIS NÃO DIFEREM ESTATISTICAMENTE (p < 0,05) E 
LETRAS DIFERENTES DIFEREM ESTATISTICAMENTE (p < 0,05) 
 
3.1.2 Estudo de suplementação do meio com diferentes fontes de nitrogênio 
A FIGURA 5 B apresenta os resultados da suplementação com 
diferentes fontes de nitrogênio (ureia, citrato de amônio, extrato de levedura, 
extrato de malte, peptona e triptona) testadas na produção de fitase em cultivo 
submerso de Ganoderma sp. MR-56. Dentre esses, o extrato de levedura 2% 
proporcionou um incremento de 95% na produção de fitase em comparação 
ao controle (sem adição de fonte de nitrogênio). A ureia também aumentou a 
produção de fitase em 28,2%. Porém, o citrato de amônio, a peptona e o 
extrato de malte reduziram a produção de fitase em 33,53%, 11% e 10% 
respectivamente, em relação ao experimento controle.  
Com o auxílio da ferramenta estatística Tukey's multiple comparisons 
test foi possível avaliar a diferença entre os experimentos, e verificou-se que o 
extrato de levedura apresentou diferença estatística significativa (p < 0,05) 
quando comparado com as outras fontes de nitrogênio e ao controle. A ureia 
também apresentou diferença significativa entre si (FIGURA 5 B). O extrato de 
levedura foi selecionado para estudos posteriores para a produção de fitase 
de Ganoderma sp. MR-56. 
Segundo Shamna e colaboradores (2012) a melhor fonte de nitrogênio 




aumento de aproximadamente 38% em relação ao controle. Nos estudos de 
Vats e Banerjee (2002), em contraste, a peptona aumentou a produção de 
fitase (aproximadamente 127%) de Aspergillus niger var teigham em FSm. Por 
outro lado, a ureia aumentou 11,2 vezes a produção de fitase de Klebsiella sp. 
DB-3 FJ711774.1 em FSm (MITTAL et al., 2012). 
 
3.1.3 Avaliação da suplementação de minerais e do polímero PEG no cultivo 
submerso 
Os íons metálicos selecionados foram adicionados no meio de cultivo 
para avaliação do incremento na síntese da fitase de Ganoderma sp. MR-56. 
Dentre eles, o melhor sal foi CaCl2 que aumentou em 36,43% a produção de 
fitase em comparação ao controle (sem suplementação de minerais). Uma 
hipótese seria que o cálcio pode ser co-fator da fitase. Porém, PEG 3350, 
Na2SO4 e MnSO4, MgSO4, FeSO4, CuSO4, Zn SO4 e KCl mostraram uma 
diminuição na atividade de fitase durante o cultivo submerso. De acordo com 
a análise estatística Tuckey test, todos os íons metálicos testados foram 
significativos entre si, com exceção do controle versus ZnSO4 e controle 
versus KCl. Os resultados estão apresentados na FIGURA 6 A.  
Segundo Gunashree e Venkateswaran (2008), o CaCl2 a 0,01% 
também estimulou a produção da fitase mais que 55% em relação ao controle 
em FSm por Aspergillus niger CFR 335, corroborando com os resultados 
obtidos no presente estudo. Sreedevi e Reddy (2012) suplementaram o meio 
fermentativo com íons metálicos e somente o Ca2+ a 5mM que aumentou a 
atividade de fitase de Bacillus sp. C43. Os mesmos autores ressaltam que o 
Ca2+ pode ter contribuído para a ativação da enzima, podendo auxiliar na 
permeação e ativação dos canais de íons na membrana celular. No entanto, a 
diminuição na produção da fitase na presença de outros íons metálicos pode 
ser atribuída a efeitos inibitórios na estrutura da enzima ou durante a reação 
enzimática (SREEDEVI e REDDY, 2012). Sharma (2012) descreveu que a 
inibição não-competitiva pode ser influenciada por íons metálicos ligados em 
determinados sítios ativos da enzima como na formação do complexo enzima-
substrato. A ligação do inibidor não bloqueia a ligação do substrato, mas pode 





FIGURA 6 – A: ESTUDO DE SUPLEMENTAÇÃO DE MINERAIS E DO POLÍMERO NO MEIO 
DE CULTIVO PARA PRODUÇÃO DE FITASE POR Ganoderma sp. MR-56. B: ESTUDO DA 
INFLUÊNCIA DA TAXA DE INOCULAÇÃO NA PRODUÇÃO DE FITASE DURANTE O 
CULTIVO SUBMERSO DE Ganoderma sp. MR-56. LETRAS IGUAIS NÃO DIFEREM 
ESTATISTICAMENTE (p < 0,05) E LETRAS DIFERENTES DIFEREM ESTATISTICAMENTE 
(p<0,05) 
 
3.2 ESTUDO DA TAXA DE INOCULAÇÃO 
O estudo de diferentes concentrações de inóculo foi realizado para 
avaliar a sua influência na produção de fitase durante o cultivo submerso por 
Ganoderma sp. MR-56 (FIGURA 6 B). Os inóculos foram provenientes de 
cultivo líquido em meio Czapek modificado (item 2.4) com idade de cinco dias. 
Dentre as concentrações de inóculos estudadas a que apresentou maior 
produção de fitase foi com taxa de inoculação de 3% (v/v) em cultivo 
submerso, sendo esta definido para os estudos posteriores para a produção 
de fitase de Ganoderma sp. MR-56. Utilizando a ferramenta estatística 
Tukey's multiple comparisons test foi demonstrado que nenhuma das taxas de 
inoculação apresentaram diferença significativa (p < 0,05) entre si. Observou-
se que o aumento da taxa de inoculação não foi proporcional ao aumento da 
produção de fitase, mas houve uma diminuição da produção da enzima em 
concentrações de inóculo acima de 4% (v/v). Sabu e colaboradores (2002) 
relataram que a taxa de inoculação é um importante parâmetro durante a 
síntese de fitase na FES por R. oligosporus. De acordo com Pandey (1994), a 
taxa de inoculação desempenha um papel significativo na produção de 
metabólitos durante a fermentação. A qualidade do inóculo (idade, morfologia, 
condições de cultivo temperatura, agitação) também são parâmetros 
importantes que podem influenciar a fermentação fúngica (PARTON, 1990; 




Salmon e colaboradores (2012) usaram 7,5% de biomassa (m/m) de S. 
Commune em FES. Os resuldados de Singh e Satyanarayana (2012) 
corroboram com esse estudo, indicaram que níveis de inóculo podem 
influenciar positivamente o crescimento microbiano, bem como a produção 
enzimática. Taxas elevadas de inoculação promoveram uma diminuição na 
síntese da enzima, devido à quantidade de biomassa inoculada e o maior 
consumo de nutrientes durante a fermentação. Georgiev e colaboradores 
(2013) usaram 6,6% de inoculação de Candida melibiosica 2491 para a 
produção máxima de atividade de fitase. Outros relatos na literatura indicaram 
que a melhor taxa de inoculação foi de 1,5% de Klebsiella sp. para produção 
de fitase (MITTAL et al., 2012). Contudo, a escassez de dados sobre taxa de 
inoculação de macromicetos para síntese de fitases ainda são limitados na 
literatura, o que dificulta a comparação com outros trabalhos. 
3.3 OTIMIZAÇÃO DO BIOPROCESSO PARA A PRODUÇÃO DE FITASE EM 
CULTIVO SUBMERSO 
A otimização do bioprocesso para a produção de fitase por cultivo 
submerso utilizando o extrato de farelo de trigo 20% (m/v) tratado foi 
conduzida em duas etapas. Primeiramente, foi conduzida a etapa de 
otimização de suplementação do meio com variáveis significativas (estudos 
prévios) ao processo de produção da fitase, utilizando um planejamento 
experimental do tipo DCCR. Em seguida, foi realizado o estudo de 
determinação da concentração do extrato de levedura. E por último, a 
otimização de alguns parâmetros físico-químicos para a produção de fitase, 
por meio também de um planejamento experimental do tipo DCCR.  
 
3.3.1 Otimização da suplementação do meio para a produção de fitase em 
cultivo submerso 
Após os estudos preliminares de suplementação do meio de fonte de 
carbono, nitrogênio e minerais, a interação entre alguns fatores foram 
avaliados por meio da otimização da produção de fitase utilizando um 
planejamento experimental 23 (dois níveis e três variáveis) do tipo DCCR. 
Esse estudo avaliou as seguintes variáveis independentes: melaço de soja 




Na TABELA 10 encontram-se os resultados do planejamento 
experimental do tipo DCCR 23 da otimização da suplementação do meio para 
a produção de fitase. A produção máxima de fitase foi de 14,5 U mL-1 obtida 
utilizando 2,43% de melaço de soja, 3,19% de extrato de levedura e 4,05 mM 
de CaCl2 (experimento 3). Um resultado similar (experimento 12) de 14,4 U 
mL-1 de atividade de fitase foi encontrado utilizando 6% de melaço de soja, 
4% extrato de levedura e 10 mM de CaCl2. Outro resultado positivo foi no 
experimento 4 (2,43% de melaço de soja, 3,19% extrato de levedura e 15,95 
mM de CaCl2) com produção de fitase 14,3 U mL-1. Portanto, analisando as 
atividades de fitase dos experimentos 3, 4 e 12 verifica-se que são próximas, 
em condições onde há uma maior concentração de extrato de levedura, que 
foi a variável que influenciou positivamente nesse estudo, bem como uma 
relação C/N equilibrada para produção de fitase. 
A menor atividade de fitase (7,3 U mL-1) foi obtida no experimento 6 
com as variáveis 9,57% melaço de soja, 0,81% extrato de levedura e 15,95 
mM de CaCl2, provavelmente pela baixa concentração de extrato de levedura 
presente neste experimento e uma relação C/N desequilibrada. 
A partir dos dados obtidos foi possível verificar quais variáveis têm 
influência significativa, em um nível de significância de 5% por meio da análise 
de variância (ANOVA). A ANOVA do planejamento DCCR da suplementação 
do meio é apresentada na TABELA 11. O R2 (coeficiente de determinação) de 
0,84, ou seja, indicou que 84% dos dados obtidos experimentalmente são 
explicados pelo modelo da EQUAÇÃO 1. A variável significativa (p < 0,00029) 
foi o extrato de levedura. Quanto menor o valor do p, maior a influência desse 
fator em relação aos demais. O melaço de soja e o CaCl2 não apresentaram 
diferença significativa na faixa de concentrações estudadas. As interações 








TABELA 10 - RESULTADOS DA OTIMIZAÇÃO DA SUPLEMENTAÇÃO DO MEIO PARA A 
PRODUÇÃO DE FITASE (U ML-1) UTILIZANDO O PLANEJAMENTO EXPERIMENTAL DO 
TIPO DCCR 23 COM 14 ENSAIOS E 4 PONTOS CENTRAIS 
Experimentos 
Variáveis independentes Resposta 
Atividade 
de fitase (U 
mL-1) Melaço de soja (%) Extrato de levedura (%) CaCl2 (mM) 
1 -1 (2,43) -1 (0,81) -1 (4,05) 10,6 
2 -1 (2,43) -1 (0,81) +1 (15,95) 10,5 
3 -1 (2,43) +1 (3,19) -1 (4,05) 14,5 
4 -1 (2,43) +1 (3,19) +1 (15,95) 14,3 
5 1 (9,57) -1 (0,81) -1 (4,05) 8,7 
6 +1 (9,57) -1 (0,81) +1 (15,95) 7,3 
7 +1 (9,57) +1 (3,19) -1 (4,05) 13,2 
8 +1 (9,57) +1 (3,19) +1 (15,95) 13,4 
9 -1,68 (0) 0 (2) 0 (10) 10,7 
10 +1,68 (12) 0 (2) 0 (10) 13,0 
11 0 (6) -1,68 (0) 0 (10) 8,7 
12 0 (6) +1,68 (4) 0 (10) 14,4 
13 0 (6) 0 (2) -1,68 (0) 11,5 
14 0 (6) 0 (2) +1,68 (20) 8,8 
15 (PC) 0 (6) 0 (2) 0 (10) 11,7 
16 (PC) 0 (6) 0 (2) 0 (10) 11,9 
17 (PC) 0 (6) 0 (2) 0 (10) 11,0 
18 (PC) 0 (6) 0 (2) 0 (10) 11,9 
(PC) ponto central 
 
TABELA 11 - ANOVA DOS RESULTADOS DO PLANEJAMENTO EXPERIMENTAL DO TIPO 
DCCR 23 PARA AS VARIÁVEIS MELAÇO DE SOJA, EXTRATO DE LEVEDURA E CACL2 










Melaço de soja (L) 0,8624 1 0,86240 0,5610 0,4752 
Melaço de soja (Q) 0,3546 1 0,35466 0,2307 0,6438 
Extrato de levedura (L) 56,9414 1 56,9414 37,0429 0,00029 
Extrato de levedura (Q) 0,0476 1 0,04765 0,0310 0,8646 
CaCl2 (L) 2,6720 1 2,67204 1,7382 0,2238 
CaCl2 (Q) 2,3780 1 2,37808 1,5470 0,2487 
Melaço de soja (L) por 
extrato de levedura (L) 1,0512 1 1,0512 0,6838 0,4322 
Melaço de soja (L) por 
CaCl2 (L) 0,1012 1 0,1012 0,0658 0,8039 
Extrato de levedura (L) 
por CaCl2 (L) 0,2812 1 0,2812 0,1829 0,6801 
Erro 12,297 8 1,5371   
Soma dos quadrados 
totais 77,625 17    
R2 = 0,84 F = razão entre a variabilidade das amostras e a variabilidade dentro da amostra; p 
= nível de significância no intervalo de probabilidade escolhido (5%); R2 = coeficiente de 





O modelo matemático (Equação 1) gerado para a produção de fitase 
após a ANOVA apresenta a relação entre as  variáveis independentes melaço 
de soja (A), extrato de levedura (B) e CaCl2 (C) na produção de fitase 
(resposta). A atividade de fitase (Y) pode ser prevista pelo modelo matemático 
a seguir: 
Y= 11,60 - 0,25A + (0,17)A2 + 2,04B* + 0,06B2 - 0,44C – 0,43C2 – 0,36AB – 
0,11AC + 0,18BC         EQUAÇÃO 1 
Onde: Y = atividade de fitase, UmL-1; A = melaço de soja, %; B = extrato de levedura, %; C = 
CaCl2, mM.  
(*) efeito significativo (p < 0,05) 
Em um planejamento experimental tipo DCCR pôde-se gerar um gráfico 
tridimensional, chamado de superfície de resposta. Na FIGURA 7 é mostrada 
a superfície gerada para as variáveis independentes melaço de soja e extrato 
de levedura na produção de fitase como variável resposta. Na FIGURA 8 
pode-se observar o ponto de maior produção de fitase é o ponto mais alto da 
superfície (denominada região ótima). Ou seja, quanto maior a concentração 
de extrato de levedura, maior será a produção de fitase. Porém o estudo não 
foi conclusivo, pois não foi observado a região ótima no gráfico e qual a 
concentração de extrato de levedura poderia haver a melhor influência na 
produção da fitase (expressa em atividade U mL-1). Por essa razão, a próxima 
etapa dos estudos foi avaliar a influência de diferentes concentrações de 
extrato de levedura sob a produção de fitase por cultivo submerso em 
concentrações acima das estudadas neste DCCR.  
Com a otimização do processo de produção de fitase de Ganoderma 
sp. MR-56 14,5 U mL-1 houve um aumento de 5,8 vezes em comparação com 
o controle (extrato aquoso de farelo de trigo tratado a 20%). Relatos da 
literatura corroboram com o presente estudo, Salmon e colaboradores (2012) 
otimizaram o bioprocesso de fitase em FES de S. commune e obtiveram um 
aumento de 2,85 vezes em relação ao controle (farelo de trigo tratado). Spier 
e colaboradores (2011a) aumentaram 4,3 vezes a produção de fitase de A. 







FIGURA 7 - SUPERFÍCIE DE RESPOSTA APRESENTANDO A REGIÃO ÓTIMA DA 
INFLUÊNCIA ENTRE AS VARIÁVEIS MELAÇO DE SOJA E EXTRATO DE LEVEDURA NA 
PRODUÇÃO DE FITASE 
  
 
3.3.2 Determinação da melhor concentração de extrato de levedura 
Um estudo isolado foi realizado com diferentes concentrações de extrato 
de levedura em cultivo submerso para avaliar a influência na produção de 
fitase de Ganordema sp. MR-56. A concentração de extrato de levedura 8% 
(m/v) em cultivo submerso foi a que aumentou em 740% a atividade de fitase 
em relação ao controle (FIGURA 8). 
FIGURA 8 - ESTUDO DE DIFERENTES CONCENTRAÇÕES DE EXTRATO DE LEVEDURA 
NO MEIO DE CULTIVO SUBMERSO DE Ganoderma sp. MR-56 PARA A PRODUÇÃO DE 
FITASE. LETRAS IGUAIS NÃO DIFEREM ESTATISTICAMENTE (p<0,05) E LETRAS 
DIFERENTES DIFEREM ESTATISTICAMENTE (p<0,05) 
 
 
 Conforme a ferramenta estatística Tukey's multiple comparisons test, 
resultou que a concentração de 8% de extrato de levedura apresentou 
diferença significativa (p < 0,05) quando comparadas às outras 




obtiveram resultados positivos com a adição de extrato de levedura no meio 
fermentativo. Uma concentração de 0,5% (m/v) de extrato de levedura foi 
possível produzir 0,739 U mL-1 de fitase de Pseudomonas sp. em 72 horas de 
fermentação.  
A empresa HIMEDIA LABS que fabrica o extrato de levedura utilizado no 
presente estudo, contém no produto as composições presentes nas TABELAS 
12 e 13. O Extrato de levedura em pó RM027 é preparado por secagem do 
extrato obtido de células de levedura Saccharomyces e rico em vitaminas 
especialmente aquelas pertencentes ao complexo B e aminoácidos. 
Com base nas informações mais detalhadas do extrato de levedura 
apresentadas nas TABELAS 12 e 13, observou-se que não está presente 
somente a fonte de nitrogênio, mas também variadas vitaminas e aminoácidos 
que podem estar relacionadas com o incremento da fitase de Ganoderma sp. 
MR-56 em cultivo submerso. Uma hipótese que a fitase poderia ser ativada 
por coenzimas. Na literatura foram encontrados relatos de indução de fitase 
utilizando aminoácidos. Mohamad e colaboradores (2012) isolaram e 
identificaram uma bactéria Anoxybacillus rupiensis termoestável sendo 
potencial para a produção de fitase e testaram 190 diferentes fontes de 
energia em FSm. As fontes que foram positivas corroboram com o presente 
estudo foram a prolina, inositol, ácido glutâmico, isoleucina, leucina, lisina e 
metionina. Suzuki e colaboradores (2011) destacaram que o uso de vitaminas, 
como biotina e a riboflavina são essenciais para os micro-organismos, não 
somente para o crescimento, mas para o desencadeamento de rotas 
metabólicas. Assim, no presente estudo, as vitaminas e aminoácidos podem 













TABELA 12 - VITAMINAS DO EXTRATO DE LEVEDURA EM PÓ DA MARCA HIMEDIA 
RM027 
Vitaminas (mcg/g) 
Tiamina (B1) 20-70 
Riboflavina (B2) 55-100 
Piridoxina (B6) 15 
Niacina (B3) 250-700 
Ácido panteônico (B5) 90 
Inositol (B7) 3800 
Ácido fólico (B9) 30-40 
 
TABELA 13 - AMINOÁCIDOS PRESENTES NO EXTRATO DE LEVEDURA EM PÓ DA 
MARCA HIMEDIA RM027 
Aminoácidos % (m/m) 
Alanina    5,36 
Arginina 3,02 
Ácido aspártico 6,69 
Cistina 0,74 
Ácido glutâmico 19,20 
Glicina 3,25 
Histidina  1,20 
Isoleucina  3,23 





Serina  2,84 
Threonina 2,95 
Triptofano  1,36 
Tirosina  1,20 
Valina  3,79 
 
3.3.3 Otimização dos parâmetros físico-químicos para a produção de fitase 
por cultivo submerso 
 A segunda etapa da otimização de algumas variáveis físico-químicas foi 
conduzida também com planejamento experimental do tipo DCCR 23 para as 
variáveis temperatura de cultivo (°C), pH inicial e taxa de inoculação (%). De 
acordo com a TABELA 14 o experimento 18 (o ponto central) com pH 6,0,  
temperatura de 30ºC e taxa de inoculação de 3% (v/v) foi o melhor para 
produção de fitase (12,8 U mL-1). O experimento 14 obteve um resultado 
similar de 12 U mL-1 com as variáveis pH 6,0, temperatura de 30ºC e taxa de 
inoculação de 5% (v/v). O experimento 8 foi o qual obteve uma menor 
produção de fitase (2,2 U mL-1) utilizando pH 8,0, temperatura 32,97ºC e taxa 




TABELA 14 - RESULTADO DO PLANEJAMENTO EXPERIMENTAL DO TIPO DCCR 23, 
APRESENTANDO OS RESULTADOS DOS 18 EXPERIMENTOS QUE ESTUDAM A 
INFLUÊNCIA DAS VARIÁVEIS INDEPENDENTES pH, TEMPERATURA DE CULTIVO (ºC) E 
TAXA DE INOCULAÇÃO (%) NA VARIÁVEL RESPOSTA ATIVIDADE DE FITASE 
Experimentos 
Variáveis independentes Resposta 
Atividade de 
fitase  
(U mL-1) pH Temperatura (ºC) Taxa de inoculação (%) 
1 -1 (4) -1 (27,05) -1 (1,81) 6,3 
2 -1 (4) -1 (27,05) +1 (4,19) 4,6 
3 -1 (4) +1 (32,97) -1 (1,81) 4,0 
4 -1 (4) +1 (32,97) +1 (4,19) 7,2 
5 +1 (8) -1 (27,05) -1 (1,81) 7,3 
6 +1 (8) -1 (27,05) +1 (4,19) 6,3 
7 +1 (8) +1 (32,97) -1 (1,81) 3,3 
8 +1 (8) +1 (32,97) +1 (4,19) 2,2 
9 -1,68 (2,63) 0 (30) 0 (3) 7,5 
10 +1,68 (9,36) 0 (30) 0 (3) 7,2 
11 0 (6) -1,68 (25) 0 (3) 6,0 
12 0 (6) +1,68 (35) 0 (3) 5,3 
13 0 (6) 0 (30) -1,68 (1) 9,8 
14 0 (6) 0 (30) +1,68 (5) 12,0 
15 (PC) 0 (6) 0 (30) 0 (3) 11,3 
16 (PC) 0 (6) 0 (30) 0 (3) 11,1 
17 (PC) 0 (6) 0 (30) 0 (3) 11,5 
18 (PC) 0 (6) 0 (30) 0 (3) 12,8 
(PC) Ponto central 
A ANOVA é exibida na TABELA 15, com R2 0,82, o qual sugere que 
82% dos valores obtidos de produção de fitase foi atribuído aos níveis das 
variáveis independentes testadas e 18% da variação não podem ser 
explicados pelo modelo. A ANOVA mostra que as variáveis significativas em 
95% de confiança é a temperatura de cultivo (ºC) e pH com interação 
quadrática. A variável taxa de inoculação (%) não foi significativa na faixa 
estudada. Este resultado corrobora com o estudo de taxa de inoculação 
realizado no item 3.2. 
A otimização gerou uma superfície de resposta (FIGURA 9), na qual é 
possível observar a região ótima onde atingiu uma elevada produção de 
fitase, alcançando a condição central dos níveis das variáveis independentes 
testadas. A região que representa maior produção de fitase, região mais 




TABELA 15 - ANOVA DOS RESULTADOS DO PLANEJAMENTO EXPERIMENTAL DO TIPO 
DCCR PARA AS VARIÁVEIS TEMPERATURA, pH E TAXA DE INOCULAÇÃO 










Temperatura (L) 0,8993 1 0,8993 0,2374 0,6391 
Temperatura (Q) 55,2674 1 55,2674 14,5897 0,0050 
pH (L) 5,9011 1 5,9011 1,5578 0,2472 
pH (Q) 91,6203 1 91,6203 24,1864 0,0011 
Taxa de inoculação (L) 0,7036 1 0,7036 0,1857 0,6778 
Taxa de inoculação (Q) 8,8227 1 8,8227 2,3290 0,1654 
Temperatura (L) por pH (L) 8,82 1 8,82 2,3283 0,1655 
Temperatura (L) por taxa 
de inoculação (L) 1,62 1 1,62 0,4276 0,5314 
pH (L) por taxa de 
inoculação (L) 2,88 1 2,88 0,7602 0,4086 
Erro 30,3047 8 3,7880   
Soma dos quadrados totais 173,5827 17    
R2 = 0,82 F = razão entre a variabilidade das amostras e a variabilidade dentro da amostra; p 
= nível de significância no intervalo de probabilidade escolhido (5%); R2 = coeficiente de 
determinação para o ajuste do modelo à superfície de resposta; L = interação linear; Q= 
interação quadrático. 
FIGURA 9 - SUPERFÍCIE DE RESPOSTA COM A REGIÃO ÓTIMA DE ATIVIDADE DE 
FITASE COM OS VALORES DA TEMPERATURA E pH 
 
A EQUAÇÃO 2 do modelo matemático gerado para a otimização das 
variáveis físico-químicas para a produção de fitase apresenta a relação entre 
a produção de fitase e a temperatura (A), pH (B) e taxa de inoculação (C). A 
produção de fitase (Y) pode ser predita pelo modelo matemático a seguir: 
Y= 11,80 – 0,26A - (2,09)A2* – 0,66B – 22,69B2* + 0,23C – 0,84C2 – 1,05AB 




Onde: Y = atividade da fitase, U mL-1; A = temperatura, °C; B = pH; C = taxa de inoculação, 
%.  
(*) efeito significativo (p < 0,05) 
As variáveis físico-químicas estabelecidas nessa otimização foram a 
temperatura 30°C e pH 6,0, correspondendo à máxima produção de fitase 
(12,8 U mL-1) os quais foram fixados para estudos posteriores.  Embora a 
variável taxa de inoculação não foi significativa nesse estudo, mas foi fixada 
em 3% (v/v) para estudos posteriores. 
Vats e Banerjee (2002) estudaram alguns fatores que influenciaram o 
crescimento e a produção da fitase de A. niger em FSm. A condição foi de 
temperatura de crescimento de 30°C e observou-se que em temperatura de 
45 C não houve crescimento do micro-organismo. Tahir e colaboradores 
(2010) verificaram que a melhor temperatura de FSm para síntese de fitase de 
A. niger foi de 30°C, a qual corrobora com o presente estudo. Do mesmo 
modo Spier e colaboradores (2008) obtiveram produção máxima de fitase de 
A. niger FS3 à 30°C, porém em FES. 
3.4 DETERMINAÇÃO DA COMPOSIÇÃO DO EXTRATO DO FARELO DE 
TRIGO 
Na TABELA 16 apresenta-se os resultados obtidos da análise físico-
química das amostras: extrato de farelo de trigo 20% (m/v) e extrato de farelo 
de trigo 20% (m/v) tratado e otimizado desse estudo. A umidade das amostras 
analisadas resultaram em um menor valor de 87,65% no extrato de farelo de 
trigo tratado e o otimizado, e uma maior umidade no farelo de trigo sem 
otimizar de 95,20%. Sugere-se que essa diferença é devido à adição de 8% 
(m/v) de extrato de levedura no meio otimizado. O teor de proteínas indicou 
maior valor de 1,21% no meio otimizado do mesmo modo pela adição da fonte 
de nitrogênio. Foi obersevado um aumento no resíduo mineral no extrato de 
farelo de trigo tratado e otimizado. Os açúcares totais das duas amostras não 







TABELA 16 -  COMPOSIÇÃO FÍSICO-QUÍMICA DO EXTRATO AQUOSO DE FARELO DE 
TRIGO 
Parâmetros Extrato de farelo de trigo 20% 
Extrato de farelo de trigo 20% 
tratado otimizado 
Umidade (%) 95,20 87,65 
Proteínas (% /mL) 0,18 1,21 
Lipídios (%) 1,07 1,20 
Resíduo mineral (%) 0,44 1,65 
pH 6,02 5,95 
4 CONCLUSÃO 
Os estudos de suplementação do meio e as etapas de otimização 
proporcionaram um aumento significativo na produção da fitase por 
Ganoderma sp. MR-56 em cultivo submerso. Portanto, a adição de extrato de 
levedura 8% (m/v) no meio de cultivo foi positiva, bem como a temperatura de 






















CAPÍTULO IV  ESTUDOS DE PRODUÇÃO DE FITASE DE Ganoderma sp. 
MR-56 POR CULTIVO SUBMERSO EM CONDIÇÕES OTIMIZADAS EM 
DIFERENTES MODELOS DE BIORREATORES 
 
RESUMO 
O presente capítulo teve como objetivo a avaliação da produção de fitase de 
Ganoderma sp. MR-56 em diferentes modelos de biorreatores utilizando o 
cultivo submerso em condições otimizadas: em frascos de Erlenmeyer com 
agitação orbital e aeração por difusão; dois tipos de cultivo com aeração 
forçada: frascos tipo Dreschel e biorreator de tanque agitado (STR). Em 
frascos de Erlenmeyer a produção enzimática, com agitação de 120 rpm, 
alcançou 11,1 U mL-1 de enzima e produtividade de fitase de 0,12 U mL-1 h-1 
em 96 horas de cultivo. Em frascos tipo Dreschel com injeção de ar foram 
avaliados a influência de diferentes taxas de aeração (0,8, 1,2, 1,6 e 2,0 vvm) 
na produção da enzima durante o cultivo submerso. A maior produção de 
fitase foi de 20,94 U mL-1 e produtividade de 0,08 U mL-1 h-1, porém em 264 
horas de cultivo com taxa de aeração de 2 vvm. A síntese de fitase em frascos 
Dreschel com aeração forçada mostrou 1,88 vezes em relação à produção 
conduzida em frascos de Erlenmeyer. Em STR a produção máxima de fitase 
foi de 10,3 U mL-1 e produtividade de fitase 0,14 U mL-1 h-1 em 72 horas de 
cultivo.  
 
Palavras-chave: fitase, Ganoderma sp. MR-56, Erlenmeyer, frasco do tipo 







A produção de enzimas em processos industriais tem aumentado 
consideravelmente nos últimos anos, dentre estas destacam-se as fitases, 
especialmente com aplicação em indústrias de alimentos, para o consumo 
humano e animal (SALMON et al., 2012; GREINER e KONIETZNY, 2006).  
Estudos apresentados na literatura referem-se à maior produção de 
fitases em FES, porém em FSm existe maior facilidade de escalonamento e 
controle de parâmetros comparado com a FES (SALMON et al., 2012; 
SOCCOL et al., 2014). Shivanna e Venkateswaran (2014) produziram fitases 
por FSm e FES de A. niger CFR 335 e A. ficuum SGA 01. Na FES utilizaram 
farelo de trigo como substrato e produziram 60,6 U g-1 e 38 U g-1 de enzima de 
A. niger CFR 335 e A. ficuum SGA 01, respectivamente, em 120 horas de 
processo. Em FSm usando caldo batata-dextrose, a máxima produção foi de 
9,6 e 8,2 U mL-1 de atividade de enzima foi obtida por A. niger CFR 335 e A. 
ficuum, respectivamente. Badamchi e colaboradores (2013) primeiramente 
otimizaram a produção de fitase de A. ficuum em frascos de Erlenmeyer em 
meio de cultivo contendo farelo de trigo e alcançaram uma produção de 40,21 
U mL-1 de atividade de fitase. Em biorreator tipo STR de 3 L com as mesmas 
condições otimizadas em frascos de Erlenmeyer, produziram o dobro de 
atividade de fitase (87,75 U mL-1). 
Em escalas industriais para produção de fitases são comumente 
utilizadas FSm em reatores com agitação mecânica (SALMON et al., 2012; 
POLIDORO, 2009). Embora os biorreatores STR não são perfeitamente 
adequados para cultivo de fungos filamentosos, pois o grau de agitação e 
aeração requeridos para atingir a transferência de massa adequada, em 
muitos casos, pode causar danos às células dos micro-organismos devido à 
alta tesão cisalhamento dos impelidores (FONTANA, 2009; ROYSE, 1987; 
CHISTI e JAUREGUI-HAZA, 2002). Em cultivos fúngicos, o crescimento de 
biomassa bem como a formação de pellets exigem uma maior transferência 
de oxigênio. Essa transferência é uma função complexa, relacionada com 
parâmetros operacionais, incluindo agitação, taxa de aeração e dimensões 




A aeração e agitação são parâmentros de grande importância durante 
as FSm fúngicas. A aeração tem como objetivo principal de suprir as suas 
necessidades de oxigênio para o crescimento do micro-organismo. A aeração 
pode ser melhorada por agitação, resultando num aumento da interface entre 
o gás e o líquido. Um efeito positivo da agitação é diminuir o tamanho dos 
agregados miceliais, tornando o oxigênio mais assimilável entre as células 
(JAFARI et al., 2007; BAKRI et al., 2011). 
O frasco tipo Dreschel é um biorreator que permite a transferência de 
gases por meio de injeção de ar com o auxílio de uma bomba. A diferença é 
que o ar é inserido em um tubo concêntrico vertical acoplado na parte superior 
do frasco até a sua extremidade com a finalidade de dispersão das bolhas de 
ar na parte inferior do frasco. Esta técnica permite uma superfície de contato 
maior do gás com o líquido, de modo que o gás se rompe em bolhas menores 
de ar. Em vista dessa importância em reatores, o ar proporciona um contato 
com o meio líquido para que ocorram os processos de transferência dos 
componentes gasosos e de massa (GOLDSTEIN, 2013). As vantagens em 
utilizar biorreatores com injeção de ar como o Dreschel é o baixo consumo de 
energia e uma menor tensão de cisalhamento das células microbianas 
(FONTANA, 2009; VIAL et al., 2002).  
As produções de fitases provenientes de fungos têm sido estudadas 
por muitos pesquisadores. No entanto, existe poucas pesquisas sobre a 
avaliação da síntese de fitase provenientes de macromicetos relacionando 
parâmetros de cultivo em diferentes modelos de biorreatores.  
Neste capítulo foi avaliado a produção da fitase em diferentes tipos de 
biorreatores: frascos agitados tipo Erlenmeyer com aeração por difusão, 
frascos tipo Dreschel com aeração forçada e STR. Na literatura não há relatos 
de trabalhos da utilização de frascos tipo Dreschel com injeção de ar com 
macromicetos para a produção de fitases.  
2 MATERIAL E MÉTODOS  
2.1 MICRO-ORGANISMO 
O micro-organismo utilizado no presente trabalho foi o Ganoderma sp. 




2.2 EXTRAÇÃO LÍQUIDA DO SUBSTRATO FARELO DE TRIGO PARA 
CULTIVO SUBMERSO 
O preparo do substrato para cultivo submerso foi conduzido conforme 
descrito no subitem 2.2 do capítulo III. 
2.3 PRÉ-TRATAMENTO DO SUBSTRATO PARA CULTIVO SUBMERSO 
O pré-tratamento do extrato de farelo de trigo foi conduzido conforme 
descrito no subitem 2.3 do capítulo III. 
2.4 PREPARO DO PRÉ-INÓCULO 
O preparo do pré-inóculo foi conduzido conforme descrito no subitem 2.4 
do capítulo III. 
2.5 DETERMINAÇÃO DA ATIVIDADE ENZIMÁTICA DA FITASE 
A determinação da atividade fitásica foi realizada conforme descrito no 
subitem 2.6 do capítulo III. 
2.6 PRODUÇÃO DE FITASE POR CULTIVO SUBMERSO EM FRASCOS DE 
ERLENMEYER 
Inicialmente foi realizado o estudo da cinética de produção da enzima 
fitase em meio extrato de farelo de trigo 20% (m/v) tratado sem otimização 
durante o cultivo submerso e posteriormente com o meio otimizado. As 
condições otimizadas de fermentação utilizadas foram: extrato de farelo de 
trigo 20% (m/v) tratado, extrato de levedura 8% (m/v), pH inicial de 6,0, 
temperatura de cultivo de 30°C e agitação orbital em shaker (Tecnal, TE-420) 
a 120 rpm. A finalidade deste estudo foi avaliar a produção da fitase em 
cultivo submerso por Ganoderma sp. MR-56 em frascos de Erlenmeyer de 
250 mL de capacidade contendo 100 mL meio durante 192 horas com a 
composição do meio de cultivo otimizado. As fermentações foram realizadas 
com taxa de inoculação de 3% (v/v). Amostras foram retiradas a cada 24 
horas para análise de atividade enzimática (U mL-1), concentração de 
biomassa seca (g L-1), pH, determinação do ácido fítico (dg mL-1) e de 




2.7 PRODUÇÃO DE FITASE POR CULTIVO SUBMERSO EM FRASCOS 
TIPO DRESCHEL COM AERAÇÃO FORÇADA 
 Os experimentos para produção de fitase por cultivo submerso com 
aeração forçada foram conduzidos em frascos de lavagem de gases 
cilíndricos tipo Dreschel de capacidade total de 500 mL (LABORGLAS, Brasil) 
de vidro de borosilicato, diâmetro de 8 cm e altura de 15 cm. A parte superior 
(tampa) possui duas conexões de vidro: uma para entrada de ar esterilizado 
com o auxílio de um microfiltro de ar 0,22 μm (Sartorius, Alemanha) e outra 
para saída de ar (FIGURA 10 A). Os frascos continham 200 mL de extrato 
aquoso de farelo de trigo 20% (m/v) tratado e otimizado, taxa de inoculação 
3% (v/v), pH 6,0 e temperatura 30°C. Utilizou-se diferentes taxas de aeração 
que permaneceram constantes ao longo do cultivo: 0,8, 1,0, 1,2, 1,6 e 2,0 vvm 
para avaliar a influência da aeração na produção enzimática. O fluxo de ar foi 
medido com auxílio de um rotâmetro. Os cultivos foram realizados em 
duplicata, as amostras foram coletadas a cada 24 horas de intervalo entre 0 a 
384 horas de cultivo para análises de atividade de fitase expressa em U mL-1 
em triplicata.   
FIGURA 10 – A: FRASCO TIPO DRESCHEL COM INJEÇÃO DE AR PARA PRODUÇÃO DE 
FITASE DE Ganoderma sp. MR-56 POR CULTIVO SUBMERSO. PARTES DO FRASCO: 1- 
BOMBA DE AR; 2- FILTRO DE AR 0,22 μM; 3- ENTRADA DE AR; 4- CILINDRO VERTICAL; 
5- SAÍDA DE AR; 6- BÉQUER COM HIPOCLORITO DE SÓDIO 1% B: SISTEMA DE 
BIORREATORES TIPO DRESCHEL COM INJEÇÃO DE AR PARA PRODUÇÃO DE FITASE  
 
Fonte: A: http://www.directindustry.com, modificado. B: A autora (2015). 
 
2.8 PRODUÇÃO DE FITASE POR CULTIVO SUBMERSO EM BIORREATOR 
DO TIPO TANQUE AGITADO  




realizada em biorreator tipo STR com capacidade total de 7 L contendo 4 L de 
meio de cultivo otimizado. Iniciou-se com a transferência das condições 
otimizadas em frascos de Erlenmeyer de 250 mL para o biorreator STR. O 
biorreator modelo MDL da marca B.E. MARUBISHI (Japão) consiste em um 
cilindro vertical de vidro borosilicato e tampa de aço inoxidável, com 20 cm de 
diâmetro e 30 cm de altura (FIGURA 11 A e B). A agitação foi realizada por 
meio de pás internas tipo planas verticais (impelidores). A aeração (1 vvm) 
ocorreu com emprego de um compressor de ar cuja entrada de ar no 
biorreator localiza-se na parte superior com o auxílio de um microfiltro de 0,22 
μm. O fluxo de ar foi medido com auxílio de um rotâmetro.  
  As condições de cultivo utilizadas foram: 4 litros de meio de cultivo 
otimizado (extrato de farelo de trigo 20% m/v tratado e extrato de levedura 8% 
m/v) com as condições físico-químicas de pH 6,0, temperatura de cultivo 30°C 
e taxa de aeração de 1,0 vvm. A taxa de inoculação para 6% (v/v) foi alterada 
devido às condições de esterilidade do meio de cultivo, bem como a agitação 
de 200 rpm para proporcionar uma maior homogeneidade do meio. Amostras 
foram retiradas a cada 24 horas de intervalo entre 0 a 192 horas de cultivo 
para análise de fitase (U mL-1), determinação de biomassa seca (g L-1), 
concentração de açúcares redutores (g L-1), determinação do ácido fítico (mg 
mL-1) e pH.  
FIGURA 11 – BIORREATOR TIPO TANQUE AGITADO (STR) UTILIZADO PARA A 
PRODUÇÃO DE FITASE DE Ganoderma sp. MR-56 POR CULTIVO SUBMERSO. A: 1- 
CONDENSADOR DE AR; 2- ALIMENTAÇÃO DO INÓCULO; 3- SONDA DE pH; B: 4- SAÍDA 
PARA AMOSTRA ; 5- DISPERSOR DE AR; 6- IMPELIDORES; 7- PAINEL DE CONTROLE 
DE TEMPERATURA E AGITAÇÃO; C: PRODUÇÃO DE FITASE EM STR.  
 





  A determinação da atividade de fitase nas amostras foi realizada pela 
análise espectrofotométrica a 355 nm de Heinonen e Lahti (1981) modificado. 
A determinação de biomassa seca nas amostras foi conduzida pelo método 
termogravimétrico, no qual o material foi seco em estufa à 80°C até a massa 
constante (AOAC, 1995). As análises de pH foram feitas pelo método 
potenciométrico com auxílio do pHmetro de bancada (TECNOPON mPA 210, 
Brasil). As análises de açúcares redutores foram realizadas pelo método do 
ácido dinitrosalicílico (DNS)  proposto por Miller (1959) expressos em glicose 
g L-1. As determinações do ácido fítico foram realizadas por método 
espectrofotométrico à 500 nm (LATTA e ESKIN, 1980). 
2.10 DETERMINAÇÃO DOS PARÂMETROS CINÉTICOS DE CULTIVO 
A determinação de alguns parâmetros cinéticos foi realizada a partir dos 
dados obtidos em frascos de Erlenmeyer e STR. Para a formação de 
biomassa foi calculada a velocidade específica de crescimento do micro-
organismo e definida conforme a equação 3:  
  (Eq. 3)  
O rendimento da biomassa/substrato (ΥX/S), rendimento da formação do 
produto/substrato consumido (YP/S), rendimento da formação do 
produto/formação de biomassa (YP/X) e produtividade foram calculados pelas 
equações 4, 5, 6 e 7: 
 (Eq. 4) 
 (Eq. 5) 
 (Eq. 6) 
 (Eq. 7) 
Onde:  
Xt = concentração de biomassa seca (g L-1); X0 = concentração inicial de biomassa seca (g L-
1); St = concentração de substrato (dg mL-1); S0 = concentração inicial de substrato (dg mL-1); 
Pt = produto formado (U mL-1); P0= produto inicial formado (U mL-1); tt = tempo do produto 




3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 
3.1 CINÉTICA DE PRODUÇÃO DE FITASE EM CULTIVO SUBMERSO EM 
FRASCOS DE ERLENMEYER 
 
  Primeiramente a cinética realizada no meio sem otimização, a síntese de 
fitase em 120 horas em cultivo submerso alcançou atividade máxima de 2,5 U 
mL-1. Após 144 horas, a produção de fitase diminuiu para 1,7 U mL-1. De 
acordo com Shimizu (1993) a produção máxima de fitase de A. oryzae K1 foi 
de 0,4 U mL-1 em 120 horas de fermentação corroborando com o presente 
estudo. Estudos com S. thermophile também condescendem em 120 horas de 
fermentação com o pico máximo de produção de fitase (SINGH e 
SATYANARAYANA, 2012).  
  Para as condições otimizadas, a atividade máxima de fitase de 
Ganoderma sp. MR-56 foi de 11,1 U mL-1 alcançada em 96 horas de cultivo 
(conforme estudo apresentado no Capítulo III). A FIGURA 12 apresenta os 
resultados da cinética da produção de fitase de Ganoderma sp. MR-56 por 
cultivo submerso em frascos de Erlenmeyer (condições otimizadas) com 
agitação orbital e com aeração por difusão. A maior produtividade (0,12 U mL-
1 h-1) foi alcançada em 72 e 96 horas de cultivo, a qual está correlacionada 
com a máxima produção de fitase (11,1 U mL-1). O crescimento da biomassa 
microbiana mostrou um crescimento linear ao longo da cultivo. Os valores de 
pH das amostras tiveram uma variação entre 5,8 até 7,96 ao longo do cultivo. 
O consumo de açúcares redutores durante o cultivo submerso não está 
correlacionado com o crescimento da biomassa de Ganoderma sp. MR-56. 
O basidiomiceto Ganoderma sp. MR-56 teve a capacidade de degradar o 
ácido fítico presente no extrato de farelo de trigo durante o cultivo submerso. 
A degradação máxima do ácido fítico foi de 59,2% ao longo do cultivo 
submerso. Nos estudos de El-Batal e Abdel Karem (2001) um consumo 
semelhante de fitato (50,3%) foi descrito, porém a produção da enzima fitase 
foi conduzida no processo de FES (2,5 U g-1) por A. niger A-98 em 120 horas, 
com os seguintes parâmetros: 60% de umidade, 6% de glicose, 0,5 mg de 
fosfato e 0,3% (m/v) de surfactante Tween 80. Em estudo similar de 




fitase de A. niger CFR 335 em FSm, mas em 120 horas de fermentação. Os 
dados de Spier e colaboradores (2011a) condescendem com os dados 
encontrados no presente estudo. A atividade máxima de fitase (51,53 U g-1) 
de A. niger FS3 também foi alcançada em 96 horas, porém os autores 
utilizaram o processo de FES. 
FIGURA 12 - CINÉTICA DE PRODUCÃO DE FITASE POR CULTIVO SUBMERSO DE 
Ganoderma sp. MR-56 EM FRASCOS DE ERLENMEYER. PARÂMETROS AVALIADOS: 
ATIVIDADE DE FITASE, ACÚCARES REDUTORES, BIOMASSA SECA, pH E ÁCIDO 
FÍTICO 
 
Os resultados de produção de fitase de Ganoderma sp. MR-56 
apresentados corroboram com os de Singh e Satyanarayana (2006) com uma 
produção similar de 12,6 U mL-1 em FSm de S. thermophile, mas em 72 horas 
de fermentação. Por outro lado, segundo os mesmos autores, em outro 
trabalho (2008) a produção máxima de fitase (9,9 U mL-1) realizada em 
frascos de Erlenmeyer foi em 96 horas de FSm. 
Surya e colaboradores (2013) também encontraram uma produção 
máxima de fitase (15,4 U g-1) obtida em 96 horas de fermentação. Mittal e 
colaboradores (2012) produziram fitase de Klebsiella sp. DB-3 FJ711774.1 em 
FSm utilizando a casca de laranja e suplementado com 0,2% de sacarose, 
0,1% de fosfato de amônio e taxa de inoculação de 1,5%. A produção de 
fitase alcançou 3,15 U mL-1 em 72 horas de fermentação. Nesse mesmo 
estudo foi usado o farelo de trigo como substrato da FSm que produziu 2,41 U 




Dados da literatura sobre o crescimento microbiano de Ganoderma sp., 
Cui e Zhang (2011) que avaliaram a influência do zinco, selênio e ferro na 
produção de polissacarídeos e na biomassa microbiana de Ganoderma 
lucidum em frascos de Erlenmeyer. A fase de adaptação do micro-organismo 
ocorreu durante 24 horas de cultivo (em torno de 2,7 g L-1) e a fase 
exponencial ocorreu durante 36 a 120 horas de cultivo com produção máxima 
de biomassa de 14 g L-1. Após, observou-se um declínio na produção de 
biomassa (12 g L-1) de Ganoderma lucidum (CUI e ZHANG, 2011). Zhang e 
colaboradores (2011) produziram biomassa e ácido ganodérico de 
Ganoderma applanatum em frascos de Erlenmeyer em cultivo submerso. A 
fase de adaptação do micro-organismo ocorreu em 24 h com produção de 5 g 
L-1 de biomassa seca e a fase exponencial foi de 24 a 96 horas de cultivo com 
formação de 28 g L-1 de biomassa seca. A fase estacionária ocorreu em 120 
horas de cultivo e em seguida da fase de declínio 168 h com produção de 
aproximadamente 23 g L-1 de biomassa. 
 
3.2 PRODUÇÃO DE FITASE POR CULTIVO SUBMERSO EM FRASCOS 
TIPO DRESCHEL COM AERAÇÃO FORÇADA 
  Em frascos tipo Dreschel foram avaliados a influência de diferentes 
níveis de aeração (0,8, 1,0, 1,2, 1,6 e 2,0 vvm) na produção da fitase durante 
o cultivo em meio otimizado (FIGURA 10 B). Os resultados estão 
apresentados na FIGURA 13. 
  A produção máxima de fitase foi de 20,94 U mL-1 com taxa de aeração 
de 2,0 vvm em 264 horas de cultivo. Entretanto, as taxas de aeração 0,8, 1,2 
e 1,6 vvm também influenciaram na produção da fitase em 16,93, 14,52, 15,47 
U mL-1 de atividade enzimática, respectivamente, todas em 312 horas de 
cultivo. A maior produtividade (0,08 U mL-1 h-1) foi alcançada em 264 horas de 
cultivo e taxa de aeração de 2,0 vvm. Em 312 horas de cultivo as taxas de 
aeração 0,8, 1,2 e 1,6 vvm alcançaram a mesma produtividade de 0,05 U mL-1 
h-1. Como já observado durante o cultivo submerso, a maior taxa de aeração 
favoreceu a produção de fitase. Portanto, usando-se a taxa de aeração 2 vvm 
ocorreu a produção de fitase em 264 horas de cultivo do que em 312 horas de 




microbiano, bem como para produção de compostos bioativos. A aeração 
também pode ser melhorada por agitação que promove a dispersão de O2, 
mediante ao aumento da área interfacial entre o gás e o líquido. Sabe-se que 
a agitação do meio líquido submete as bolhas de ar a desintegrar-se em uma 
quantidade elevada de pequenas bolhas. Portanto, torna mais fácil o acesso 
do oxigênio para as células microbianas (BAKRI et al, 2011; JAFARI et al., 
2007). 
Comparando o biorreator tipo Dreschel com os frascos de Erlenmeyer, 
a maior produção encontrada foi de 20,94 U mL-1 em frascos tipo Dreschel 
com aeração forçada, porém com produtividade menor de 0,08  U mL-1 h-1 e o 
tempo de cultivo mais longo (264 horas). Avaliando as produções de fitases 
nos frascos de Erlenmeyer (aeração por difusão) (11,1 U mL-1 em 96 horas de 
cultivo) com o frasco com aeração forçada 2 vvm observa-se um aumento de 
1,88 vezes na produção da enzima. 
FIGURA 13 - PRODUÇÃO DE FITASE DE Ganoderma sp. MR-56 POR CULTIVO 
SUBMERSO EM FRASCOS TIPO DRESCHEL COM AERAÇÃO FORÇADA UTILIZANDO 
DIFERENTES TAXAS DE AERAÇÃO (VVM) 
 
Na literatura não há relatos sobre cultivo de macromicetos para 
produção de fitases em frascos tipo Dreschel com aeração forçada. Não 
obstante, foram encontrados outros trabalhos com este tipo de frasco para 




enzimas δ-amino-levulínico-ácido sintetase e δ-amino-levulínico-ácido 
desidratase de Rhodopseudornonas spheroides em frascos tipo Dreschel em 
anaerobiose com injeção de 5% (v/v) de CO2, e N2. De outra forma, Fogg e 
Collyer (1953) utilizaram os frascos tipo Dreschel para o cultivo de algas 
Chlorella vulgaris, Tribonema aequale, Monodus subterraneus, Anabaena 
cylindrica e Oscillatoria sp. para o bioacúmulo de lipídios. A taxa de aeração 
de ar era 10 L h-1 para cada cultura e 0,5% de CO2.  
Por outro lado, o presente trabalho se contrapõe ao estudo de Maller e 
colaboradores (2014) que produziram o dobro de fitase (41 U mL-1)  em reator 
do tipo air-lift em 144 horas de fermentação e taxa de aeração de 1 vvm. 
Similarmente Singh e Satyanarayana (2008) produziram em torno de 11,5 U 
mL-1 de atividade de fitase de S. thermophile porém em 48 horas de 
fermentação em biorreator air-lift de capacidade de 22 L, 10 L de meio e taxa 
de aeração de 2 vvm.  
Siegel e Robinson (1992) e Pedroso (2003) relataram que em alguns 
processos biológicos, tais como o presente trabalho, a vantagem do biorreator 
com aeração forçada sobre os STR pode estar relacionada com o fato de a 
força de cisalhamento imposta pelo campo turbulento nas células ou pellets 
suspensos no meio ser muito menor em biorreatores com injeção de ar. Um 
aspecto bastante importante é que o campo de cisalhamento é mais 
homogêneo nos biorreatores com aeração forçada, sendo relativamente 
constante. 
 
3.3 PRODUÇÃO DE FITASE POR CULTIVO SUBMERSO EM BIORREATOR 
TIPO TANQUE AGITADO  
Para a produção de fitase em STR foram utilizadas as condições 
otimizadas em frascos de Erlenmeyer. A condição físico-químicas para a 
produção da enzima foi de agitação 200 rpm, taxa de aeração de 1,0 vvm e 
temperatura de cultivo de 30°C (FIGURA 11 C). A taxa de inoculação para 6% 
(v/v) foi alterada devido às condições de esterilidade do meio de cultivo, bem 
como a agitação de 200 rpm para proporcionar uma maior homogeneidade do 
meio. Os resultados de produção de fitase em STR estão apresentados na 




MR-56 iniciou-se no período entre 0 a 48 horas. A máxima produção atingida 
foi de 10,3 U mL -1 em 72 horas de cultivo e produtividade de 0,14 U mL-1 h-1. 
Após 96 horas, a concentração de fitase foi diminuindo ao longo do tempo 
para 6,5 U mL-1 e 4,2 U mL-1 em 120 e 192 horas de cultivo, respectivamente.  
O crescimento de biomassa microbiana demonstrou um crescimento 
linear ao longo do cultivo. O consumo do fitato ao longo do cultivo foi em torno 
de 54%. O pH durante o processo variou de 6,0 a 4,21. Sugere-se que o 
oxigênio dissolvido no meio de cultivo pode acidificar o meio, bem como a 
composição química a cada instante do processo, visto que o micro-
organismo consome nutrientes, ao longo do tempo, lançando no meio 
produtos do metabolismo. Uma hipótese é a formação do ácido fosfórico, 
produto da reação da hidrólise do fitato, acidificando o meio. Outra hipótese é 
a excreção de gás carbônico no meio ou a excreção de íons H+ durante a 
geração de ATP pela respiração celular (SCHIMIDELL, 2001; DE MORAIS, 
1984). 
FIGURA 14 - PERFIL DOS PARÂMETROS DE PRODUÇÃO DE FITASE DE Ganoderma sp. 
MR-56 POR CULTIVO SUBMERSO EM STR (ATIVIDADE DE FITASE, pH, BIOMASSA 
SECA, AÇÚCARES REDUTORES E ÁCIDO FÍTICO) 
 
Uma produção similar foi encontrada nos estudos de Verma e 
Satyanarayana (2012) que produziram fitase de Pichia anomala em FSm 
utilizando um tanque agitado de capacidade total de 7 L contendo 4 L de meio 
de melaço de cana. Em 20 horas de fermentação, a levedura produziu 11,5 U 




estudaram a fitase intracelular de Candida melibiosica 2491 ao longo da FSm 
em um biorreator de 2 L utilizando 1 L de meio de cultivo. O pH inicial foi de 
8,5 em 12 horas o pH foi de 7,5 e no final do processo foi 8,0.  Rani e 
colaboradores (2013) produziram fitase de Rhizopus oryzae em um 
fermentador de capacidade de 7 L e contendo 5 L de meio de cultivo. A 
máxima produção foi de aproximadamente 13 U mL-1 em 96 horas de 
fermentação e produtividade de 0,136 U mL-1 h-1, os quais mostram resultados 
similares com o presente estudo. 
Contrapondo o presente estudo, a produção de fitase de A. ficuum 
conduzido em STR tipo bench-top, apresentou uma produção menor de 3,84 
U mL-1 em 96 horas de fermentação (COBAN e DEMIRCI, 2014b). Em 
contrapartida, apesar de Shah e colaboradores (2009) produzirem 80 U mL-1 
de fitase de uma cepa mutante de A. niger NCIM 563, o pico de atividade 
enzimática foi ocorrer somente em 192 horas de fermentação. A enzima foi 
produzida em STR de 14 L e o meio era composto de 1% de farelo de arroz, 
3,5% de glicose com parâmetros de 0,2 vvm de taxa de aeração e 550 rpm de 
agitação.   
Com relação à influência da agitação e aeração na produção de fitases 
de Enterobacter sakazakii ASUIA279, Hussin e colaboradores (2012) 
evidenciaram que estes dois fatores foram significativos para a produção da 
enzima em STR de capacidade de 2 L contendo 1 L de meio otimizado. 
Porém não corroboram com o presente estudo, apresentando diferentes 
condições de temperatura de incubação de 39,7°C, pH de 7,1, 13,6% de 
farelo de arroz, 320 rpm de agitação e sem aeração. Badamchi e 
colaboradores (2013) resultaram em produtividade de fitase de 1,18 U mL-1 h-1 
de A. ficuum PTCC em biorreator de capacidade total de 3 L com 1 L e meio 
de cultivo, em utilizando condições de 2 vvm de taxa de aeração, 180 rpm de 
agitação, temperatura de fermentação 30°C e 72 horas de fermentação. 
3.4 DETERMINAÇÃO DOS PARÂMETROS CINÉTICOS DE CULTIVO 
 Os parâmetros cinéticos de rendimentos, velocidade específica de 
crescimento do micro-organismo (μ) e produtividade obtidos ao longo do 
cultivo em frascos de Erlenmeyer e STR são apresentados na TABELA 17 e 




em frascos de Erlenmeyer, constatou-se que a maior velocidade específica de 
crescimento foi de 0,0053 h-1 em 48h e a maior produtividade alcançada foi de 
0,13 U mL-1 h-1 em 72 h. O rendimento YP/S mostrou um pico em 96 h. Sugere-
se que em cada miligrama de substrato consumido foi gerado 15,53 U em 96 
h de cultivo. Por outro lado, o rendimento Y X/S foi máximo em 168 h com 9,92 
g de biomassa formada para cada miligrama de substrato consumido. 
Observou-se que o rendimento do produto (Y P/X) teve um leve aumento de 
1,73 para 1,86 U g-1 (24 - 72 h). 
 Em STR o valor máximo para μ foi 0,0071 h-1 em 48 h de cultivo e 
produtividade de 0,14 U mL-1 h-1 em 72 h. A conversão de consumo de 
substrato em formação de biomassa apresentou um bom rendimento (Y X/S = 
13,94) em 144 horas de cultivo. O maior rendimento YP/S de substrato em 
produto resultou em 13,37 U de fitase para cada miligrama de substrato 
consumido em 72 h do processo. A razão da produção de fitase e biomassa 
formada (Y P/X) foi máxima (1,43) em 72 horas de cultivo. 
 
TABELA 17 - PARÂMETROS CINÉTICOS DE CULTIVO OBTIDOS EM FRASCOS DE 
ERLENMEYER 
Tempo de  
cultivo (h) ΥX/S Y P/S Y P/X μ (h
-1) Produtividade  (U mL-1 h-1) 
24 0,81 1,40 1,73 0,0022 0,10 
48 0,82 0,97 1,19 0,0053 0,10 
72 0,71 1,32 1,86 0,0021 0,13 
96 0,88 1,55 1,77 0,0030 0,12 
120 0,80 1,05 1,31 0,0012 0,07 
144 0,90 0,62 0,68 0,0029 0,04 
168 1,07 0,48 0,44 0,0018 0,03 
 
TABELA 18 - PARÂMETROS CINÉTICOS DE CULTIVO OBTIDOS EM STR 
Tempo de  
cultivo (h) ΥX/S Y P/S Y P/X μ (h
-1) Produtividade  (U mL-1 h-1) 
24 0,44 0,62 1,42 0,0021 - 
48 0,84 0,97 1,10 0,0071 0,13 
72 0,94 1,32 1,43 0,0036 0,14 
96 1,08 1,55 0,86 0,0038 0,09 
120 1,13 1,05 0,55 0,0004 0,05 
144 1,38 0,61 0,40 0,0030 0,04 
168 1,29 0,47 0,21 0,0006 0,02 
4 CONCLUSÃO 
 




Ganoderma sp. MR-56 em cultivo submerso foi realizado. De modo geral, os 
resultados desse trabalho indicaram que o biorreator tipo Dreschel com 
aeração forçada (2 vvm) proporcionou maior produção de fitases (20,94 U mL-
1) de Ganoderma sp. MR-56 porém com menor produtividade (0,08 U mL-1h-1), 
visto que alcançou produção mais expressiva quando comparado com frascos 
de Erlenmeyer. Em STR a produção de fitase foi satisfatória (10,3 U mL-1) e 







































CAPÍTULO V  SEPARAÇÃO, RECUPERAÇÃO E CARACTERIZAÇÃO DE 






O presente capítulo teve como objetivo a separação, recuperação e 
caracterização da fitase de Ganoderma sp. MR-56 produzida por cultivo 
submerso. Os métodos de purificação foram considerados de baixa resolução 
e alta resolução. Primeiramente, dentre os testes de baixa resolução, a 
precipitação com sulfato de amônio a 80% de saturação resultou em maior  
concentração de fitase (3,38 vezes). Para a dessalinização e concentração da 
enzima, a ultrafiltração em dispositivos de centrifugação em tubos com 30 
KDa de poro concentrou a enzima em 36,75 vezes em relação ao extrato 
bruto. As estratégias de purificação de alta afinidade utilizando os métodos de 
cromatografia de troca iônica, filtração em gel Sephacryl S-100 e S-400 não 
foram eficientes para a separação da fitase. O zimograma apresentou a 
presença de fitase de elevada massa molecular. Estudos de caracterização 
mostraram que a enzima apresenta pH ótimo entre 4,5 e 5,0 e 
termoestabilidade (de 80 a 90 ºC por 30 min). A atividade da fitase foi ativada 
por Mn2+, Ca2+, Na+, Co2+ e Fe2+, EDTA e K2HPO4 à 1 mM. Os valores 
cinéticos foram Km 0,13 mM e Vmáx 52,91 μmol/ml.min. No estudo de 
inativação enzimática, obteve-se uma constante k igual a 0,0214 min-1 e meia 
vida de 97,27 min à 50°C. 
 
 











Um bioprocesso é composto de etapas de upstream e downstream. 
Downstream consiste nas etapas de separação e de recuperação de um 
determinado bioproduto. Dentre as etapas, existem variados métodos como a 
clarificação, etapas de concentração e/ou purificação de baixa resolução ou 
alta resolução e tratamentos finais para separação da molécula-alvo 
(PESSOA JR e KILIKIAN, 2005; LINN, 2009; SHANMUGAM, 2009). A 
definição das estratégias para purificação de enzimas dependem das 
características físico-químicas, tamanho, carga, estruturas e interações com 
outras moléculas no meio complexo (SHANMUGAM, 2009).  
A precipitação por sais é a operação no qual a adição do mesmo 
provoca um aumento na força iônica no sistema, assim causando formação de 
proteínas precipitadas insolúveis, chama-se de salting out (ILLANES, 2008). 
Em Downstream de enzimas é comumente utilizado a separação por 
membranas. As membranas são seletivas em relação ao tamanho do poro, 
nos casos de técnicas de microfiltração e ultrafiltração. Este processo pode 
ser realizado por uma membrana semipermeável ou membranas de fibra oca 
(AEHLE, 2008; PESSOA JR e KILIKIAN, 2005). 
O grau de purificação requerido para produtos biotecnológicos varia 
conforme a aplicação. Por exemplo, se o produto for terapêutico na forma 
injetável ou utilizado na formulação de um alimento, este deverá apresentar 
um grau elevado de pureza (SHANMUGAM, 2009). Por outro lado, 
bioprodutos que não são destinados ao consumo humano e animal, como por 
exemplo a produção de biocombustíveis, tais como o etanol de segunda 
geração não requer grau de pureza elevado. Assim, a estratégia utilizada para 
constituir as etapas de separação e recuperação de um bioproduto dependerá 
do grau de pureza requerido, bem como das propriedades e características do 
bioproduto a ser purificado. Para enzimas, que são sensíveis a condições 
extremas de pH, força iônica, temperatura e agitação, maior cuidado deve ser 
tomado antes da definição das etapas de downstream. Custos de operação 
também devem ser considerados. 
Uma variedade de métodos têm sido aplicada e relatada na literatura 




relatam a precipitação com sulfato de amônio (SASIREKHA et al., 2012), 
ultrafiltração (ZHANG et al., 2013b), cromatografias de troca iônica e 
cromatofocalização (SPIER et al., 2011b), e cromatografia de exclusão 
molecular (XU et al., 2012), bem como a combinação de etapas de 
purificação. 
Greiner e colaboradores (2009) purificaram a fitase de A. niger 
11T53A9 por métodos sequenciais. Iniciou-se com a precipitação com sulfato 
de amônio 90% de saturação, seguido de cromatografia iônica DEAE-
Sepharose (aniônica) e CM-Sepharose CL 6B (catiônica fraca). Após, as 
frações reunidas com atividade de fitase foram aplicadas em gel filtração 
Sephacryl S-200 HR e seguida de cromatografia de troca iônica Mono S HR 
5/5 (catiônica forte). Zhang e colaboradores (2013b) recuperaram a fitase de 
Lentinus edodes por contínuas etapas. Os procedimentos foram: 
cromatografias DEAE-cellulose, CM-cellulose, Q-Sepharose, Affi-gel blue gel, 
e a últipa etapa foi de cromatografia por gel filtração Superdex 75. A vista 
desses estudos, é imprescindível uma elucidação criteriosa para purificação 
de fitases. Desta forma, é na etapa de recuperação que a qualidade do 
produto aumenta substancialmente, uma vez que os processos são altamente 
seletivos, removendo as impurezas.  
Além disso, pesquisas têm sido desenvolvidas visando à 
caracterização da proteína de interesse. Estudos sobre a termotolerância de 
fitases têm o intuito de solucionar alguns problemas durante os processos 
indústrias de alimentos para animais, visto que no processo de peletização da 
ração animal a fitase precisa ser termoestável a altas temperaturas 
(NASCIMENTO, 2011; USHASREE et al., 2011). 
Fitases resistentes a temperaturas elevadas têm sido reportadas na 
literatura. Nampoothiri e colaboradores (2004) estudaram a termoestabilidade 
de fitase de Thermoascus aurantiacus, a qual reteve 80% da atividade 
enzimática à 70°C. Duas fitases termoestáveis foram identificadas e isoladas 
de A. japonicus BCC18313 (TR86) e A. niger BCC18081 (TR170) e 
demonstraram que ambas reteram 50% de atividade enzimática à 100°C por 
10 minutos (PROMDONKOY et al., 2009).  
Sobre purificação e caracterização de fitases de macromicetos, há 




filamentosos, bactérias e leveduras. Alguns estudos reportados na literatura 
sobre fitases de macromicetos contemplam purificação, caracterização e 
identificação de fitases do basidiomata (corpos de frutificação), porém não 
provenientes de processos fermentativos como, Agaricus bisporus (COLLOPY 
e ROYSE, 2004), Volvariella volvacea (XU et al., 2013), Flammulina velutipes 
(ZHU et al., 2011), Lentinus edodes (ZHANG, et al, 2013b), S. commune 
(ZHANG et al., 2013a), Peniophora lycii, Agrocybe pediades, a Ceriporia sp., e 
Trametes pubescens (LASSEN et al., 2001). 
Os objetivos do capítulo V foram recuperar a fitase por estratégias de 
purificação de baixa e alta resolução e caracterizar da enzima de Ganoderma 
sp. MR-56 produzida por cultivo submerso. 
2 MATERIAL E MÉTODOS 
2.1 MICRO-ORGANISMO 
O micro-organismo utilizado no presente trabalho foi Ganoderma sp. 
MR-56, conforme descrito no subitem 2.1 do capítulo III. 
2.2 EXTRAÇÃO LÍQUIDA DO SUBSTRATO PARA O CULTIVO SUBMERSO 
O preparo do substrato para o cultivo submerso foi conduzido conforme 
descrito no subitem 2.2 do capítulo III. 
2.3 PRÉ-TRATAMENTO DO SUBSTRATO PARA O CULTIVO SUBMERSO 
O pré-tratamento do extrato de farelo de trigo foi conduzido conforme 
descrito no subitem 2.3 do capítulo III. 
2.4 PREPARO DO PRÉ-INÓCULO 
O preparo do pré-inóculo foi conduzido conforme descrito no subitem 
2.4 do capítulo III. 
2.5 PRODUÇÃO DE FITASE POR CULTIVO SUBMERSO 
Os experimentos de cultivo submerso foram conduzidos conforme 




2.6 DETERMINAÇÃO DA ATIVIDADE ENZIMÁTICA  
A determinação da atividade fitásica foi realizada conforme descrito no 
subitem 2.6 do capítulo III. 
2.7 FLUXOGRAMA DA SEPARAÇÃO E RECUPERAÇÃO DA FITASE 
 Neste capítulo foi realizado diversas operações unitárias para a 
recuperação da fitase de Ganoderma sp. MR-56 produzidas por cultivo 
submerso. O processo proposto foi dividido em quatro etapas principais: 
separação de células e seus fragmentos do meio de cultivo (clarificação por 
centrifugação seguida de microfiltração); purificação de baixa resolução 
(precipitação com sal, solvente orgânico, ultrafiltração por dispositivos em 
tubos e por membranas de fibra oca); purificação de alta resolução 
(cromatografias de troca iônica e gel filtração S-100 e S-400). As amostras 
purificadas foram submetidas à SDS-PAGE para análise do perfil proteico. A 
FIGURA 15 apresenta o fluxograma das operações da recuperação da fitase. 
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2.7.1 Centrifugação do extrato bruto enzimático  
Após a produção de fitase de Ganoderma sp. MR-56 por cultivo 
submerso em extrato aquoso de farelo de trigo 20% (m/v) tratado (subitem 2.3 
capítulo III) e otimizado (capítulo III), o caldo enzimático foi submetido a 
centrifugação 7.000 rpm por 15 minutos à 4°C. Separou-se o sobrenadante da 
biomassa, chamado de extrato bruto enzimático a parte superior, o qual foi 
mantido sob refrigeração (4°C) para posteriores estudos. 
2.7.2 Clarificação do extrato bruto enzimático por microfiltração  
O volume de extrato bruto enzimático foi clarificado por microfiltração em 
membranas de polietersulfona de porosidade 0,1 μm (Sartorius, Alemanha) 
(FIGURA 16 A). O sistema operou em vazão de 2 mL / min. As frações 
obtidas denominadas P (permeado) e R (retentado) foram analisadas quanto 
a atividade enzimática conforme descrito no subitem 2.6. 
FIGURA 16 – A: SISTEMA DE MICROFILTRAÇÃO (SARTORIUS, ALEMANHA) COM 
CARTUCHO DE POROSIDADE 0,1 µM. (1) ALIMENTAÇÃO DA AMOSTRA; (2) FRAÇÃO 
RETIDA; (3) FRAÇÃO PERMEADA MICROFILTRADA; B: SISTEMA DE ULTRAFILTRAÇÃO 
TANGENCIAL QUIXSTAND (GE HEALTHCARE, SUÉCIA). FONTE: A AUTORA (2014). 
 
2.7.3 Métodos de purificação de baixa resolução 
Dois testes de precipitação foram realizados. Um deles utilizando o sal 
(salting out) e outro precipitação com solvente, visando avaliar qual dos 
processos de precipitação apresentaria maiores rendimentos. 
 2.7.3.1 Precipitação com sulfato de amônio (Salting out) 
A precipitação com sulfato de amônio (P.A.) foi conduzida em 
concentrações de saturação de 40, 60 e 80% com agitação magnética branda, 





distribuídas em microtubos de 2 mL  e armazenadas sob refrigeração (4°C) 
durante uma hora. Os extratos foram centrifugados a 10.000 rpm por 30 
minutos para a precipitação das proteínas. Os sobrenadantes foram 
separados e os precipitados foram ressuspensos com água ultra pura e a 
dessalinização da amostra foi conduzida em ultrafiltros de 10 KDa (Amicon, 
Millipore, Alemanha). Após a precipitação, foram realizados os ensaios de 
determinação da atividade fitásica conforme o item 2.6. 
2.7.3.2 Precipitação com solvente (acetona)  
A precipitação de proteínas com solvente orgânico acetona P.A. foi 
determinada usando a proporção de 1:5 (1 volume de extrato enzimático 
clarificado para 5 volumes de acetona) e 1:10, previamente armazenada a       
-20°C. A amostra foi homogeneizada e armazenada a -20 °C por 30 minutos.  
A amostra então foi centrifugada a 10.000 rpm por 20 minutos e separada as 
fases. A formação de precipitado (pellet) na parte inferior foi seco a 37°C em 
estufa à vácuo para a evaporação do solvente. O “pellet” foi ressuspenso em 
água ultra pura e a determinação da atividade fitásica (subitem 2.6). 
2.7.3.3 Ultrafiltração em dispositivos de centrifugação em tubos 
Cinco mL do extrato bruto enzimático foram ultrafiltrados em dispositivos 
de ultrafiltração em tubos (utilizando ultrafiltros de 10, 30, 50 e 100 KDa de 
poro, Amicon, Millipore, Alemanha) sob centrifugação a 4.500 rpm por 20 
minutos. As amostras foram separadas e denominadas de P (volume 
permeado, em mL) e R (volume retentado, em mL) e então realizada a 
determinação da atividade de fitase (subitem 2.6).  
2.7.3.4 Ultrafiltração tangencial (QuixStand) 
O extrato bruto enzimático foi processado em um sistema de 
ultrafiltração tangencial (modelo QuixStand Benchtop® GE Healthcare, Suécia) 
utilizando cartuchos de fibra oca “Hollow fiber cartridge” (GE Healthcare) de 
porosidade 300 e 10 kDa (FIGURA 17 B). As frações obtidas foram chamadas 
de P (permeado) e R (retentado). Os volumes inicial e final obtidos foram 
medidos. As amostras foram concentradas com pressão de 5 psi, vazão de 3 
mL/min para a pressão de entrada e saída. As frações obtidas pelas filtrações 




foi conduzido com o objetivo de concentrar a enzima para as próximas etapas 
cromatográficas (como de cromatografia em gel Sephacryl S-100). 
2.7.4 Métodos de purificação de alta resolução 
2.7.4.1 Cromatografia de troca iônica 
Primeiramente, o extrato enzimático precipitado com acetona foi 
submetido a diálise em Tris-HCl 20 mM pH 7,5 com o auxílio do centricon de 
10 KDa, para equilibrar a amostra com o pH do tampão para que a amostra se 
ligue na resina aniônica.  
Realizou-se a cromatografia de troca iônica coluna Mono Q 
(característica forte trocador aniônico) acoplada ao sistema ÄKTA Amersham 
Biociences e o software Unicorn. Equilibrou-se a coluna com o tampão Tris-
HCl 20 mM pH 7,5. Após a aplicação da amostra, a coluna foi lavada com o 
mesmo tampão. As proteínas ligadas à coluna foram eluídas através de um 
gradiente salino de 0 a 1 M de NaCl e Tris-HCl 20 mM contendo NaCl 1 M, a 
4ºC. Utilizou-se um fluxo de 1 mL/min e coletaram-se frações de 1 mL. As 
amostras foram coletadas com o auxílio do coletor de frações automático 
(modelo SuperFrac, GE Healthcare, Suécia) em tubos de vidro. As frações 
que obtiveram as maiores valores de D.O. (densidade óptica) a 280 nm foram 
submetidas ao ensaio enzimático da atividade da fitase (descrito no item 2.6). 
2.7.4.2 Cromatografia de filtração em gel Sephacryl S-100  
O concentrado enzimático (entre 300 a 10 KDa) ultrafiltrado proveniente 
do sistema Quixstand foi liofilizado para aumentar a concentração de fitase e 
o material seco foi suspenso com tampão acetato de amônio 20 mM pH 6,0. 
Esta amostra foi submetida a cromatografia de filtração em gel Sephacryl S-
100  (GE Healthcare, Suécia) acoplado ao sistema FPLC (Purifier Fast Protein 
Liquid Cohromatography). A resina Sephacryl S-100 tem característica de 
separar peptídeos e proteínas menores de tamanho molecular entre 1 a 100 
kDa. A coluna de filtração em gel foi equilibrada com o tampão acetato de 
amônio 20 mM pH 6,0 com um fluxo de 0,5 mL/min. As proteínas foram 
eluídas com o mesmo tampão e foram coletadas frações de 3 mL, as frações 
com maiores valores de D.O. a 280 nm foram submetidas a liofilização e 




2.7.4.3 Cromatografia de filtração em gel Sephacryl S-400 
O extrato enzimático precipitado com acetona foi submetido a 
cromatografia de filtração em gel utilizando a Sephacryl S-400 (GE 
Healthcare, Suécia) que possui separação de moléculas de tamanho entre 20 
a 8000 kDa. A coluna de gel-filtração foi equilibrada com o tampão acetato de 
amônio 20 mM pH 6,0 com um fluxo de 0,5 mL/min. As proteínas foram 
eluídas com o mesmo tampão e foram coletadas frações de 3 mL. As 
amostras com maiores valores de D.O. a 280 nm foram submetidas a 
liofilização e posteriormente ao ensaio da atividade de fitase (subitem 2.6), 
determinação de proteínas (subitem 2.8), a SDS-PAGE e o gel nativo (subitem 
2.10 e 2.11). 
2.8 DETERMINAÇÃO DE PROTEÍNAS  
O teor de proteínas das amostras foi determinado conforme metodologia 
descrita por Bradford (1976).  
2.9 LIOFILIZAÇÃO 
As amostras purificadas foram previamente congeladas em ultra-freezer 
(U 570 Premium/ New Brunswick Scientific) a -80ºC por 24 horas. 
Posteriormente, as amostras congeladas foram submetidas ao processo de 
liofilização (Liofilizador ModulyoD, Thermo Electron Corporation, Waltham, 
MA, USA) por 48 horas.  
2.10 SDS-PAGE 
A eletroforese em gel de poliacrilamida 12% (m/v) dodecil sulfato de 
sódio (SDS-PAGE) com espessura de 0,1 mm foi realizada conforme a 
metodologia descrita por Laemmli (1970) para avaliar o perfil proteico da 
amostra. O experimento foi realizado com o kit de eletroforese da BIO-RAD. O 
marcador molecular SM0431 (Fermentas) contendo os respectivos padrões e 
pesos moleculares foi utilizado: β-galactosidase (116 kDa) albumina sérica 
bovina (66,2 kDa), ovoalbumina (45 kDa), anidrase carbônica (34 kDa), REase 
Bsp 98I (25 kDa), β-lactoglobulina (18,4 kDa), lisoenzima (14,4 kDa). A corrida 
eletroforética das amostras foi conduzida à 100 V (0,015 amperes) e corado 




uma solução que continha metanol 45%, ácido acético glacial 10% e água 
destilada 45%. 
2.11 ZIMOGRAMA DA FITASE 
A técnica de zimograma foi realizada com o intuito de revelar bandas 
proteicas com atividades de fitase. As amostras oriundas da separação de 
Sephacryl S-400 (fração 03) foram incialmente liofilizadas, dissolvidas em 
água ultra pura e dialisadas em dispositivos de ultrafiltração de 10 kDa 
(Centricon, Millipore, Alemanha). A amostra foi precipitada com acetona para 
a remoção de interferentes e debris celulares.  
 Posteriormente, as amostras foram submetidas à eletroforese em gel 
nativo (NATIVE-PAGE), ou também chamado não desnaturante com tampão 
de amostra 2x concentrado (Tris-HCl 1,5 M pH 8,8, glicerol 0,8 mL, água 
destilada 0,4 mL e azul de bromofenol 2%) sem nenhum agente redutor. O 
preparo do gel e a corrida eletroforética seguem o mesmo procedimento 
descrito no subitem 2.10. Após a corrida, o gel foi incubado com tampão 
acetato 100 mM pH 5 contendo 1 mg mL-1 de 4-MUP (Sigma Aldrich, 
Alemanha) por 15 minutos com agitação branda. Após a incubação, o gel foi 
observado em um transiluminador com luz UV para a revelação das bandas 
com atividade de fitase com característica fluorescente.  
2.12 CARACTERIZAÇÃO DA FITASE DE Ganoderma sp. MR-56 
2.12.1 Estudo do efeito do ph na atividade da fitase 
O pH ótimo da reação enzimática foi determinado usando diferentes 
soluções tampão: pH 1,0-3,5 (0,1M glicina-HCl), pH 4,0-5,5 (0,1M acetato de 
sódio-HCl), pH 6-7 (0,1M Tris-ácido acético), pH 7,5-8,5 (0,1M Tris-HCl), 9-10 
(0,1M glicina-NaOH). A análise da atividade da fitase (U mL-1) das amostras 
concentradas em dispositivos de ultrafiltração de centrifugação em tubos 
(conforme subitem 2.7.3.3) foi realizada durante a reação enzimática (subitem 





2.12.2 Estudo do efeito da temperatura na atividade da fitase 
O efeito da temperatura na atividade de fitase foi determinada incubando 
o extrato enzimático concentrado em dispositivo de ultrafiltração de 
centrifugação em tubos (subitem 2.7.3.3) em banho-maria por 30 minutos nos 
seguintes intervalos de temperatura: 30, 40, 50, 60, 70, 80 e 90 °C. Após a 
incubação, a atividade da fitase foi determinada pelo método descrito no 
subitem 2.6. Os experimentos foram realizados em triplicata. 
2.12.3 Estudo da influência dos íons metálicos e edta na atividade da fitase 
A ativação ou inibição da atividade da fitase por diferentes íons metálicos 
e EDTA foi avaliada em soluções do extrato enzimático concentrado em 
dispositivo de ultrafiltração de centrifugação em tubos (subitem 2.7.3.3), 
contendo a concentração final de 1 mM dos seguintes íons na forma dos sais 
sulfatos: K+, Ca2+, Mg2+, Mn2+, Zn2+, Cu2+, Fe2+, Co2+, Ni2+, Na+ e EDTA sódico 
durante o ensaio enzimático (subitem 2.6). 
2.12.4 Estudo da influência da concentração de fosfato inorgânico na 
atividade da fitase 
O estudo do efeito de fosfato inorgânico (KH2PO4) na atividade da fitase 
durante a reação enzimática foi realizada em diferentes concentrações (0,5, 1, 
1,5, 2, 2,5, 3, 3,5, 4, 4,5 e 5 mM) e adicionadas ao extrato enzimático 
concentrado em dispositivo de ultrafiltração em tubos (subitem 2.7.3.3). A 
atividade da fitase foi determinada pelo método de Heinonen e Lahti (1981) 
(subitem 2.6) e os ensaios realizados em triplicata. 
2.12.5 Determinação das constantes de Michaelis-Menten (km) e velocidade 
máxima (vmáx) e afinidade enzima-substrato 
Para avaliar a afinidade enzima-substrato, foram realizados ensaios de 
atividade enzimática utilizando as seguintes concentrações de fitato de sódio 
(Sigma Aldrich, Alemanha): 0,5, 1, 1,5, 2, 2,5, 3, 3,5 e 5 mM. A atividade da 
fitase foi determinada conforme o subitem 2.6. Os valores de Km e Vmáx foram 
obtidos a partir do método de linearização de Lineweaver–Burk 




2.12.6 Determinação da constante de velocidade de reação (k), meia vida da 
enzima e estabilidade térmica da fitase 
Para a determinação da constante k foi realizada um cálculo a partir do 
coeficiente angular (inclinação) da reta obtida do gráfico plotado em escala 
monologarítmica a variável atividade enzimática residual (%) em função do 
tempo de incubação (minutos) (SCHMIDELL et al., 2001).  
A estabilidade térmica da fitase foi determinada incubando-se o extrato 
enzimático em banho-maria à 50°C nos seguintes intervalos de tempo: 20, 30, 
40, 50 e 60 minutos. Após a incubação, a atividade da fitase foi determinada 
pelo método descrito no subitem 2.6. Todos os experimentos foram realizados 
em triplicata. A taxa de inativação enzimática foi determinada pela reação de 




Onde, Ao = atividade enzimática inicial e A = atividade enzimática 
residual.  
A meia vida da enzima, que corresponde ao tempo necessário para que 
a atividade enzimática seja reduzida à metade da atividade inicial, foi 
calculada através da equação: 
  (Eq. 10) 
A qual resultou da seguinte equação (para a inativação enzimática que 
obedece à equação simples de primeira ordem): 
 (Eq. 11) 
3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 
 
Os métodos de purificação de baixa resolução aplicados, como os de 




satisfatórios para fitase, principalmente com o sal de saturação a 80% que 
concentrou a enzima 3,38 vezes. A ultrafiltração com dispositivos de 
centrifugação em tubos de 30 kDa foi a qual mais concentrou a enzima (36,75 
vezes). No entanto, a ultrafiltração tangencial apresentou uma menor 
eficiência. A fração retida do cartucho de 300 kDa apresentou concentração 
da fitase de 1,13 vezes. As estratégias de purificação de troca iônica, filtração 
em gel S-100 e S-400 não obtiveram resultados positivos, ou seja, não houve 
purificação efetiva da enzima. O zimograma da fitase estimou o tamanho da 
enzima com alta massa molecular.  
 
3.1 MÉTODOS DE PURIFICAÇÃO DE BAIXA RESOLUÇÃO 
3.1.1 Clarificação do extrato bruto enzimático por microfiltração  
O extrato bruto enzimático foi microfiltrado (0,1 µm) e a atividade 
enzimática durante esta etapa não foi afetada (TABELA 20). Desta forma, 
partículas insolúveis, debris celulares e células microbianas foram removidas. 
 
3.1.2 Precipitação com sulfato de amônio e acetona 
Os métodos de precipitação com sulfato de amônio e acetona são 
amplamente utilizados para a concentração de proteínas. A precipitação com 
sulfato de amônio a 80% foi a mais efetiva em relação as demais 
precipitações, a qual concentrou 3,38 vezes em relação ao extrato bruto inicial 
(sem adição de sulfato de amônio) (TABELA 19). Referente ao extrato bruto 
inicial, notou-se que houve um aumento proporcional na atividade da fitase 
com o aumento da concentração (%) de saturação de sulfato de amônio. Com 
a precipitação por solvente (acetona), a atividade de fitase foi concentrada 
1,23 vezes quando a proporção 1:10 foi utilizada e a menor concentração de 
fitase (0,66 vezes) foi obtida com a proporção 1:5. Comparando as duas 
técnicas de precipitação, observa-se que a precipitação por sais (sulfato de 
amônio) foi melhor que a precipitação por solvente (acetona), sendo então 
indicada para a concentração de fitase de Ganoderma sp. MR-56. Foi 
aplicado o Tukey's multiple comparisons test, que resultou que todas as 




(1:5 e 1:10)  foram significativas (p < 0,05) quando comparadas entre si e ao 
extrato bruto (sem adição de sal ou solvente).  
  Os resultados do presente estudo corroboram com os encontrados na 
literatura, ou seja, aumentaram a concentração da enzima, porém os valores 
encontrados são inferiores em relação ao presente estudo. De acordo com 
Farouk e colaboradores (2012), a fitase de Enterobacter sakazakii concentrou 
em 0,8 vezes por sulfato de amônio a 80% de saturação. Greiner e 
colaboradores (2009) usaram sulfato de amônio a 90% de saturação para 
precipitar fitase de A. niger 11T53A9 e atingiu concentração de 1,7 vezes. Já 
a fitase de Pseudomonas aeruginosa p6 foi precipitada a 60% de sulfato de 
amônio e concentrou 1,6 vezes (SASIREKHA et al., 2012). A fitase de 
Klebsiella pneumoniae 9-B foi precipitada com sulfato de amônio a 80% e 
resultou em 1,22 vezes (ESCOBIN-MOPERA et al., 2012). Nos estudos de 
Singh e Satyanarayana (2009) a precipitação com acetona a 80% foi utilizada 
como a primeira etapa de purificação da fitase de S. thermophile e concentrou 
1,8 vezes a mesma.  
TABELA 19 - RESULTADOS DOS ESTUDOS DE PRECIPITAÇÃO POR SAIS E 
PRECIPITAÇÃO POR SOLVENTE DA FITASE DE Ganoderma sp. MR-56. LETRAS 







Extrato bruto inicial 400a - 
Sulfato de amônio 40% 616b 1,54 
Sulfato de amônio 60% 868c 2,17 
Sulfato de amônio 80% 1355d 3,38 
Volume amostra:acetona (1:5)  266,66e 0,66 
Volume amostra:acetona (1:10) 494,87f 1,23 
% de saturação. 
 
3.1.3 Ultrafiltração em dispositivos de centrifugação em tubos 
A ultrafiltração é amplamente utilizada para a concentração e separação 
parcial de biomoléculas com base no seu tamanho molecular. Neste estudo, a 
ultrafiltração foi utilizada para concentrar e para estimar a faixa de tamanho 
molecular provável da enzima fitase produzida por Ganoderma sp. MR-56. A 
FIGURA 17 mostrou que o retentado ≥ 30 KDa concentrou 36,75 vezes a 
enzima, seguida o retentado ≥ 50 KDa que concentrou 9,18 vezes. O 




da enzima, concentrou 7,89 vezes. Sugere-se que a fitase de  Ganoderma sp. 
MR-56 apresente tamanho molecular acima de 10 kDa. Estudos mais 
aprofundados de separação são requeridos para maior precisão de seu 
tamanho molecular como SDS-PAGE e zimograma.  
Os resultados do presente estudo corroboram com os estudos de 
Salmon e colaboradores (2012), os quais também realizaram etapa de 
ultrafiltração em tubos para a purificação de baixa resolução da fitase 
produzida por S. commune e estimaram a faixa de tamanho molecular da 
fitase por ultrafiltração sendo ≥ 10kDa. Não foi possível afirmar com 
segurança o tamanho molecular da fitase de S. commune. A ultrafiltração da 
fração retida de 30 kDa resultou na concentração de 13,3 vezes, seguida da 
fração ≥ 50 KDa que concentrou 11,4 vezes a enzima. 
FIGURA 17 - ULTRAFILTRAÇÃO EM DISPOSITIVOS DE CENTRIFUGAÇÃO EM TUBOS 
DO EXTRATO ENZIMÁTICO DO CULTIVO SUBMERSO DE Ganoderma. sp. MR-56 PARA 
CONCENTRAÇÃO DA FITASE 
 
3.1.4 Ultrafiltração tangencial (QuixStand)  
Os resultados das atividades de fitase de cada etapa de ultrafiltração 
tangencial conduzidas no sistema QuixStand Benchtop® (GE, Suécia) 
encontram-se na TABELA 20. A maior concentração da enzima (1,13 vezes) 
foi alcançada na fração permeada utilizando a membrana de 300 kDa de poro. 
As demais concentrações da enzima não foram efetivas. Desta forma, o 







TABELA 20 - RESULTADOS DAS ETAPAS DE MICROFILTRAÇÃO E ULTRAFILTRAÇÃO 







Extrato bruto inicial 14410 - 
Microfiltrado 0,1 μm 14410 - 
R 300 kDa 1505 1,06 
P 300 kDa 16340 1,13 
R 10 kDa 8060 0,55 
P 10 kDa 2600 0,18 
*a concentração foi calculada utilizando-se os dados de atividade total (U) total; P = 
permeado; R = retentado. 
 
3.2 MÉTODOS DE PURIFICAÇÃO DE ALTA RESOLUÇÃO 
3.2.1 Cromatografia de troca iônica 
As frações coletadas da cromatografia de troca iônica que 
apresentaram maiores valores de densidade óptica (D.O. a 280 nm) foram 
submetidas à determinação da atividade da fitase (subitem 2.6). Conforme as 
FIGURA 18 A e B, observou-se que houve disparidade dos picos de atividade 
de fitase durante a cromatografia. O pico de fitase C5 (5,52 U mL-1) está 
condizente com a D.O. a 280 nm. Os picos B1 a B7 também estão de acordo 
com a D.O. a 280 nm, porém baixas atividades de fitase (0,57 a 2,72 U mL-1). 
Dentre eles o pico B6 mostra maior atividade de fitase de (2,72 U mL-1). Os 
picos de B12 até C3 sem atividade enzimática não estão relacionados com os 
picos de elevados D.O. a 280 nm. Por esses motivos, a cromatografia de troca 
iônica MONO Q (aniônica) não foi eficiente para separação da fitase de 










FIGURA 18 – A: DENSIDADE ÓPTICA D.O. LINHA AZUL A 280 nm, D.O. LINHA VERMELHA 
A 220 nm, LINHA AZUL GRADIENTE SALINO %, LINHA VERDE GRADIENTE SALINO EM 
MOLAR. AS FRAÇÕES DE ATIVIDADE DE FITASE DE Ganoderma sp. MR-56 ESTÃO 
INDICADAS COM LETRAS E NÚMEROS EM PRETO DA CROMATOGRAFIA ANIÔNICA 
MONO Q B: PERFIL CROMATOGRÁFICO DA ATIVIDADE DA FITASE DE Ganoderma sp. 
MR-56 NAS FRAÇÕES DA CROMATOGRAFIA DE TROCA IÔNICA RESINA MONO Q 
 
3.2.2 Cromatografia de filtração em gel Sephacryl S-100  
A purificação da fitase por cromatografia de troca iônica utilizando-se a 
resina aniônica MONO Q não resultou em uma boa separação da enzima. O 
rendimento deste método foi de 27,5% em relação à amostra inicial de fitase. 
Assim, optou-se por utilizar a cromatografia de filtração em gel Sephacryl S-
100 acoplado em sistema FPLC. Na FIGURA 19 é possível visualizar os pools 
(união de algumas frações) das frações de D.O. (280 nm) e as atividades de 
fitase de Ganoderma sp. MR-56 totalizando 16 pools de atividade fitásica 
(TABELA 21). A quantidade elevada de pools observados em D.O. a 280 nm é 
devido a característica do extrato enzimático. Nota-se que o extrato 
enzimático continha extrato de farelo de trigo e extrato de levedura, os quais 




TABELA 21 - IDENTIFICAÇÃO DOS POOLS DAS FRAÇÕES DE D.O. A 280 nm DA 
CROMATOGRAFIA EM GEL SEPHACRYL S-100 
Pools Frações 
1 3 a 6 
2 12 a 17 
3 27 a 31 
4 51 a 52 
5 57 e 58 
6 61 a 68 
7 74 a 78 
8 80 a 84 
9 88 a 89 
10 91 a 92 
11 94 a 96 
12 98 a 100 
13 103, 105 e108 
14 111 a 119 
15 121 
16 125 e 126 
 
FIGURA 19 - PERFIL DE ELUIÇÃO (D.O. 280 nm E ATIVIDADE FITÁSICA) DURANTE A 
CROMATOGRAFIA DE FILTRAÇÃO EM GEL (SEPHACRYL S-100) 
 
 
3.2.3 Cromatografia de filtração em gel Sephacryl S-400 
Como a estratégia de purificação de cromatografia de gel filtração 
Sephacryl S-100 (subitem 4.2.2) não possibilitou a separação da enzima 
fitase, foi proposto outra estratégia, o uso de outra resina Sephacryl S-400, 
com uma maior faixa de fracionamento (20 a 8000 kDa) para a tentativa de 
separação e purificação da fitase. O perfil cromatográfico por gel-filtração 




mL-1 correspondente à fração 3 de D.O. a 280 nm de 0,503 de absorbância. A 
FIGURA 20 apresenta os resultados das atividades de fitase e os valores de 
D.O. (280 nm) obtidos. As frações foram dialisadas com o auxílio dos 
dispositivos Centricon de 10 kDa e liofilizadas para posterior análise 
eletroforética em SDS-PAGE. Não foi dado seguimento a outra etapa 
cromatografia após a etapa em Sephacryl S-400, pois o rendimento de 
recuperação de fitase foi de apenas 35%. 
FIGURA 20 - PERFIL DE ELUIÇÃO DURANTE A CROMATOGRAFIA DE FILTRAÇÃO EM 




Os géis obtidos após corrida eletroforética estão presentes na FIGURA 
22 e mostram o perfil proteico das frações eluídas durante a cromatografia em 
coluna Sephacryl S-100, das frações da cromatografia Sephacryl S-400 e do 
extrato bruto. A FIGURA 21 apresentou perfis proteicos com muitas bandas 
de diferentes tamanhos moleculares. Assim, os métodos cromatográficos 
realizados não foram efetivos para a separação de proteínas de diferentes 
tamanhos moleculares. A quantidade de bandas proteicas nas amostras da S-
400 foram: 27 no extrato bruto, 8 bandas da P3, 6 bandas da P4, 10 bandas 
da P5, 9 bandas da P6, 9 bandas da P7 e 10 bandas da P8. Nas amostras da 
S-100: 15 bandas em P3 e 13 bandas em P5.
Considerando-se que o substrato utilizado para a produção de fitase de 
Ganoderma sp. MR-56 continha extrato de farelo de trigo e que possui 




suplementação do meio com extrato de levedura (que também apresenta 
composição proteica), mesmo após o cultivo, ainda poderia haver a presença 
de proteínas além das hidrolisadas e outras sintetizadas pelo micro-organismo 
que influenciam o perfil proteico observado no gel SDS-PAGE, devido a 
presença de proteínas de diferentes tamanhos moleculares.   
FIGURA 21 - SDS-PAGE DO EXTRATO BRUTO DE Ganoderma sp. MR-56, AMOSTRAS 
DAS CROMATOGRAFIAS S-100 (PICO 3 E 5), S-400 (PICO 3, 4, 5, 6, 7 E 8) E MM 
(MARCADOR MOLECULAR) 
 
3.4 ZIMOGRAMA DA FITASE 
No zimograma, o agente revelador 4-MUP foi responsável pelo 
aparecimento das bandas fluorescentes com atividade de fitase presentes no 
gel. Essa técnica é baseada na desfosforilação do agente fluorogênico 
cromogênico 4-MUP resultando em 4-MU e fosfato inorgânico. Esse reagente 
é utilizado para revelação de fosfatases alcalinas (GUIBAULT et al., 1968; 
FERNLEY e WALKER, 1965), porém pode ser utilizado também para 
identificar fitases, visto que essas enzimas também liberam fosfato inorgânico 
da molécula que a compõe.  
O zimograma permitiu a visualização de uma banda fluorescente no 
extrato bruto (A) e três bandas proteicas fluorescentes na amostra purificada 
da amostra (B) fração 03 da cromatografia de filtração em gel Sephacryl S-
400 (FIGURA 22). Todas as bandas foram localizadas na parte superior do 




apresentam massa molecular elevada. Para uma análise mais precisa, a 
identificação da proteína seria seguida pela espectrometria de massa Maldi 
Tof-Tof e o sequenciamento realizado para análise da homologia com outras 
fitases presentes em bancos de dados. 
 Comparando as amostras, uma hipótese seria que o Ganoderma sp. 
MR-56 possivelmente produziu mais de uma fitase, ou isoenzimas ou outras 
fitases do mesmo grupo. Além disso, o substrato 4-MUP não é específico para 
fitases, e sim para fosfatases alcalinas. Outra hipótese seria que as bandas da 
amostra purificada poderiam ser as subunidades da fitase que se separaram 
durante a corrida eletroforética. O extrato bruto mostrou uma banda pois não 
foi submedido a nenhum processo cromatográfico de alta resolução, então a 
enzima estaria na sua forma estrutural nativa. Além disso, o Ganoderma sp. 
MR-56 não tem seu genoma totalmente sequenciado e depositado em banco 
de dados, com isso dificulta a identificação das sequências de fitases do 
macromiceto do presente estudo.  
FIGURA 22 - GEL NATIVO DO ZIMOGRAMA DA FITASE DE Ganoderma sp. MR-56  (A) 




3.5 CARACTERIZAÇÃO DA FITASE DE Ganoderma sp. MR-56 
 
3.5.1 Efeito do ph na atividade da fitase  
A atividade máxima de fitase de Ganoderma sp. MR-56 foi observada 
entre pH 4,5 e 5,0 (FIGURA 23 A), sendo o pH ótimo da enzima. A fitase 
incubada na faixa de pH entre 1,0 e 3,5 apresentou uma diminuição na 
atividade enzimática, bem como em pH entre 6,0 e 10,0. Conclui-se que a 
enzima exibiu baixa atividade em valores extremos de pH. Uma hipótese seria 





e 5,0 possuem atividades estáveis. A maioria das fitases têm atividade entre 
4,5-6,0 (ROOPESH et al., 2006). Fitases provenientes de cogumelos têm pH 
5,0, conforme Salmon e colaboradores (2012), Zhang e colaboradores 
(2013b), Xu e colaboradores (2012) e Lassen e colaboradores (2001) os quais 
corroboram com o presente estudo.  
Casey e Walsh (2004) reportaram que enzimas com atividade 
significativa em pH 5,0 possuem prospecção para aplicação da fitase em 
ração, pois podem facilitar a degradação do fitato em glândulas salivares de 
suínos. In e colaboradores (2009) evidenciaram que fitases ácidas são mais 
aplicadas como aditivos alimentares, as quais liberam o fósforo inorgânico 
contido nos fitatos dos alimentos no trato digestório dos animais 
monogástricos. Portanto, a fitase do presente estudo condizem com os 
mesmos.  
3.5.2 Efeito da temperatura na atividade da fitase 
Observou-se que a fitase de Ganoderma sp. MR-56 apresenta 
termoestabilidade nas temperaturas testadas, ou seja, reteve a sua 
capacidade catalítica parcial em todas as temperaturas durante 30 minutos de 
reação (FIGURA 23 B). A maior atividade de fitase foi obtida (19,1 U mL-1) 
quando incubada à 80ºC durante 30 minutos. A enzima também apresentou 
elevada atividade (18 U mL-1) à 90ºC / 30 min. Nas temperaturas 30°C e 50°C 
foram as quais resultaram nas menores atividades de fitase e semelhantes, 
15,8 U mL-1 e 15,6 U mL-1, respectivamente. Portanto, a enzima fitase de 
Ganoderma sp. MR-56 possui um grande potencial comercial pelo fator da 
termoestabilidade, podendo resistir às condições de peletização da ração 
animal (temperatura de 70 - 90°C), sem haver perdas consideráveis de sua 
atividade durante essa operação unitária. 
Dentre os relatos na literatura, Boyce e Walsh (2007) reportaram que 
uma fosfatase ácida produzida por Mucor hiemalis Wehmer reteve 61% de 
sua atividade original após o aquecimento por 5 minutos a 80°C. A enzima 
fitase de F.velutipes resultou em 60% da atividade residual em 80°C por 30 
minutos (ZHU et al., 2011). Fitases de P. spartinae mostrou temperatura ótima 
de reação de 70 a 80°C (NAKAMURA et al., 2000), os quais também 





FIGURA 23 – A: EFEITO DE DIFERENTES VALORES DE pH PARA A DETERMINAÇÃO DO 
pH ÓTIMO DA FITASE DE Ganoderma sp. MR-56. B: EFEITO DE DIFERENTES 
TEMPERATURAS NA ATIVIDADE DA FITASE DE Ganoderma sp. MR-56 DURANTE A 
REAÇÃO ENZIMÁTICA. C: EFEITO DA ADIÇÃO DE ÍONS METÁLICOS (1mM) NA 
ATIVIDADE DE FITASE DE Ganoderma sp. MR-56 DURANTE A REAÇÃO ENZIMÁTICA. D: 
EFEITO DE DIFERENTES CONCENTRAÇÕES DE FOSFATO INORGÂNICO NA 
ATIVIDADE DE FITASE DE Ganoderma sp. MR-56 DURANTE A REAÇÃO ENZIMÁTICA. E: 
GRÁFICO DE LINEARIZAÇÃO POR LINEWEAVER BURK PARA A DETERMINAÇÃO DAS 
CONSTANTES KM E VMÁX DA FITASE DE Ganoderma sp. MR-56. F: INATIVAÇÃO TÉRMICA 






3.5.3 Efeito dos íons metálicos e edta na atividade da fitase 
O efeito de diferentes íons metálicos na concentração final de 1 mM 
foram avaliadas nas soluções do extrato enzimático concentrado em 
dispositivo de ultrafiltração em tubos quanto a ativação ou inibição da 
atividade fitásica durante a reação enzimática (FIGURA 23 C). Um 
experimento controle foi realizado sem adição de íons metálicos. A fitase de 
Ganoderma sp. MR-56 foi ativada pela maioria dos íons metálicos estudados. 
A maior ativação foi observada em 40,7% com a adição de Mn2+, 26,37% com 
Ca2+, 23,2% com Na+, com 14,6% com Co2+, 13,89% com EDTA e 11,5% com 
Fe2+. Similarmente em resultados encontrados na literatura, observou-se que 
a fitase produzida por S. commune foi fortemente ativada (269%) pelos íons 
Mn2+ a 1 mM (SALMON et al., 2012). Da mesma forma, a fitase de A. niger  foi 
ativada por íons Mn2+, porém com concentração de 200 mM (CASEY e 
WALSH, 2003). Os resultados apresentados corroboram com Lan e 
colaboradores (2011), em que a fitase proveniente de Mitsuokella jalaludini 
também é ativada por íons Mn2+ e Ca2+, no entanto a concentração final de 
100 mM, e também refere que a enzima não foi inibida pelo quelante EDTA. 
As fitases denominadas Phy I e Phy II de Aspergillus niger NCIM 563 na 
presença de EDTA 1 mM a Phy I foi estimulada, enquanto a Phy II foi inibida. 
A ativação da Phy I por EDTA corrobora com o presente estudo (SONI et al., 
2010). Segundo Metzler e Metzler (2001), algumas enzimas têm outra região 
na molécula, o sítio alostérico, afastada do sítio ativo. No sítio alostérico 
moléculas e alguns íons metálicos se ligam e causam alterações na 
conformação proteica que afetam o sítio ativo, ativando ou inibindo a atividade 
enzimática.  
3.5.4 Estudo da influência da concentração de fosfato inorgânico na atividade 
da fitase 
O resultado desse estudo está demonstrado na FIGURA 23 D. 
Diferentes concentrações de fosfato inorgânico KH2PO4 (0,5 a 5,0 mM) foram 
avaliadas durante a reação enzimática. O controle (extrato enzimático 
concentrado em dispositivo de ultrafiltração em tubos sem adição de fosfato) 
apresentou menor atividade da fitase em relação às atividades adicionadas de 




gradualmente a atividade da enzima. Portanto, nas concentrações de fosfato 
inorgânico de 4,5 e 5,0 mM ocorreu maior indução (em torno de 600%) 
quando comparado ao experimento controle. Por outro lado, não houveram 
repressões ou inibições da atividade da enzima. Contrapondo o presente 
trabalho, a fitase de Cryptococcus laurentii foi progressivamente inibida por 
KH2PO4 de 0,005–10mM, entretanto na concentração 0,5 mM de fosfato 
inorgânico a enzima já era completamente inibida (STADEN, et al., 2007). 
3.5.5 Determinação das constantes de michaelis-menten (km), velocidade 
máxima (vmáx) e afinidade enzima-substrato 
O estudo do complexo da enzima fitase de Ganoderma sp. MR-56 foi 
realizado com substrato fitato de sódio em diversas concentrações (Sigma 
Aldrich, Alemanha). A afinidade do fitato de sódio mostrou ter uma velocidade 
de reação de 2,645 mmol de fósforo inorgânico liberado por mL.min na 
concentração de 4,5 mM (FIGURA 23 E). A aplicação da linearização pelo 
método de Lineweaver-Burk resultou nos valores de Km de 0,13 mM e Vmáx de 
52,91 μmol/mL.min. Soni e colaboradores (2010) obtiveram valores de Km 
0,156 mM e Vmáx de 220 μmol/min da fitase produzida por A. niger NCIM 563 
em FES. Salmon e colaboradores (2012) apresentaram valores Km e Vmáx de 
0,16 mM e 1,85 μmol mL-1 min-1, respectivamente de S. commune por FES. A 
phy II de A. niger NCIM 563 mostram Km 0,145 mM e Vmáx 1,67 μmol mL-1 min-
1. Os resultados desses autores citados acima corroboram com o Km do 
presente estudo. Greiner e colaboradores (2009) apresentou um Km de 0,054 
mM de Aspergillus niger 11T53A9 mais baixo, ou seja, maior afinidade pelo 
substrato fitato de sódio. A fitase de P. oxalicum PJ3 possui Km 0,545 mM e 
Vmáx de 600 U mg-1 de proteína (LEE et al., 2015). A determinação das 
constantes de R. stolonifer resultou em Km e Vmáx 0,692 mM e 0,780 μmol min-
1, respectivamente (MONTEIRO et al., 2012), os quais não condizem com o 
presente trabalho. 
3.5.6 Estudos da inativação enzimática, determinação da constante k e meia 
vida da enzima  
A fitase de Ganoderma sp. MR-56 apresentou uma constante k de 




colaboradores (2012) apresentaram uma constante k de 0, 0143 min-1 e meia 
vida de 48 min à 50°C de fitase de S. commune, valores menores quando 
comparados com o presente estudo. Jermutus e colaboradores (2001) 
apresentaram o tempo de meia vida à 49 °C de A. niger e A. terreus de 138 e 
53 minutos, rescpectivamente. Kim e colaboradores (1999b) estudaram a 
meia vida da fitase de A. ficuum e B. amyloliquefaciens porém à 80°C, 
mostrou-se ativa por 0,2 e 42 minutos, respectivamente. 
4 CONCLUSÃO 
Dentre as etapas de purificação de baixa resolução, a ultrafiltração em 
dispositivos de centrifugação em tubos foi a mais efetiva para concentração 
da fitase de Ganoderma sp. MR-56, embora a ultrafiltração tangencial também 
apresentou efeito positivo na concentração da mesma. Em relação às técnicas 
de precipitação, a de adição de sulfato de amônio foi a qual obteve maior 
concentração da enzima em comparação à precipitação por solvente utilizada 
neste estudo. No entanto, as estratégias de purificação de alta resolução não 
foram eficientes para separação da fitase e as etapas deveriam ser 
combinadas. A fitase de Ganoderma sp. MR-56 apresentou um pH ótimo entre 
4,5 e 5,0 e temperatura ótima entre 80 e 90ºC por 30 minutos, que apresenta 
uma propriedade termoestável, a qual é importante para aplicação industrial. 
Dentre os íons metálicos testados, os ativadores da enzima foram os cátions 
Mn2+, Ca2+, Na+, Co2+ e Fe2+, EDTA, fosfato inorgânico e o inibidor Ni2+. Os 
dados da cinética enzimática da fitase mostraram Km 0,13 mM e Vmáx 52,91 
μmol/ml.min que concordam com a literatura, bem como os valores da 












CAPÍTULO VI FORMULAÇÃO E ESTABILIDADE DA FITASE NA FORMA 





Para o desenvolvimento de formulações de fitase na forma líquida e em pó 
foram testados diversos grupos de aditivos. O objetivo do presente capítulo foi 
selecionar e avaliar a influência da adição dos aditivos na estabilização da 
atividade enzimática durante o armazenamento em condições aceleradas. Os 
grupos de aditivos estudados foram: antimicrobianos, sais, açúcares, 
polímeros, antioxidantes, acidulantes, proteína, álcool e quelante. Quatro 
etapas foram realizadas. O primeiro estudo consistiu em avaliar influência dos 
aditivos durante a reação enzimática. O segundo estudo foi analisar a 
estabilidade da atividade da fitase na presença dos aditivos previamente 
selecionados da etapa anterior na forma líquida armazenada à 40°C por 15 
dias. A terceira etapa, baseou-se em um delineamento Plackett-Burman 
(11/12) Screening Design para a avaliação da interação dos aditivos na 
formulação. As variáveis (aditivos) significativas foram: antimicrobiano A1 (p < 
0,009), antioxidante O2 (p < 0,006) e o sal S1 (p < 0,049). A quarta etapa, um 
DCCR foi conduzindo para estudar os aditivos selecionados anteriormente em 
diferentes concentrações. Após quinze dias, os resultados indicaram que as 
concentrações dos aditivos antimicrobiano A1 0,21% e antioxidante O2 
0,0021% foram estatisticamente significativos (p < 0,05). Na formulação da 
fitase em pó, foram testados cinco polímeros encapsulantes, além de uma 
formulação base, em secagem por spray dryer. A formulação com o polímero 
E2 foi que apresentou maior atividade relativa de fitase após a secagem 
(120,74%) em comparação à atividade inicial na forma líquida. Da mesma 
forma, o polímero E2 foi o qual apresentou maior estabilidade (79,01% de 
atividade residual) após 90 dias de armazenamento em temperatura 
ambiente.  







A enzima fitase tem sido aplicada em ração animal e em alimentos para 
o consumo humano (BHAVSAR e KHIRE, 2014). As preparações comerciais 
de fitase estão disponíveis em forma líquida, em pó e granulada. As principais 
preparações de fitases encontradas no mercado na forma líquida e sólida são 
a Natuphos® (BASF, Alemanha) (EFSA, 2006), a Quantum™ (AB Vista, Reino 
Unido) (EFSA, 2008), a Phyzyme® (Danisco, Reino Unido) (EFSA, 2008) e  a 
Ronozyme® (Novozymes e DSM, Dinamarca e Holanda) (EFSA, 2010). Assim, 
estudos têm sido desenvolvidos para formular produtos enzimáticos, com o 
objetivo de estabilizar a atividade da enzima (ZHANG et al., 2006). Enzimas 
como as fitases, por exemplo, necessitam apresentar resistência às condições 
de operação do processo de produção (peletização) assim como  apresentar 
estabilidade durante a estocagem e aplicação no produto (SLOMINSKI et al., 
2007). Estudos de estabilidade da enzima, in vitro, durante o período de 
armazenamento ou shelf life, referem-se a capacidade da enzima de manter 
sua atividade catalítica durante o bioprocesso até sua aplicação final (Ó' 
FÁGÁIN et al., 2003). Salmon e colaboradores (2012) estudaram a influência 
de conservantes, sais, estabilizantes, antioxidantes na estabilidade da fitase 
produzida por S. commune na forma líquida durante a estocagem sob 
temperatura ambiente, refrigeração e congelamento. Porém, os estudos sobre 
formulação de fitases ainda são limitados na literatura. Na literatura, a α-
amilase de A. niger foi estabilizada com aditivo PEG a 1% (m/v) e azida 
sódica a 0,001% (m/v) (MONGA et al., 2011). Bourneow e colaboradores 
(2012) usaram o glicerol para estabilizar transglutaminase de Providencia sp. 
C1112. Miyake e colaboradores (1999) reportaram que a estabilidade da 
superóxido dismutase foi positiva com adição de ácido ascórbico. 
Além disso, estudos sobre concentrações adequadas são importantes 
para a estabilização, para viabilizar economicamente além de respeitar a 
legislação específica (IYER e ANANTHANARAYAN, 2008). No Brasil, o órgão 
responsável sobre enzimas e aditivos é a ANVISA (Agência Nacional de 
Vigilância Sanitária) e o MAPA (Ministério Da Agricultura, Pecuária e 
Abastecimento) para aplicação em ração animal. Embora, em alguns casos, 




eficazes e, assim podem ter efeitos negativos (SALMON et al., 2012). 
Portanto, é importante estudar as interações enzima-estabilizantes e possíveis 
modificações na sua eficiência catalítica. O desenvolvimento de formulações 
otimizadas não só resultará a uma enzima mais eficiente, mas também poderá 
tornar-se economicamente atrativa em comparação com enzimas comerciais 
já existentes (IYER e ANANTHANARAYAN, 2008; FARIA et al., 2008; 
OHTAKE et al., 2011). 
O aumento da vida útil de formulações ou preparações enzimáticas tem 
sido um desafio, uma vez que algumas enzimas em soluções aquosas são 
intrinsecamente instáveis devido a uma variedade de reações químicas intra e 
intermoleculares, incluindo hidrólise, agregação, desamidação, oxidação, 
eliminação, e alterações na conformação estrutural, razões pelas quais podem 
resultar em uma perda de atividade enzimática (JIMÉNEZ et al., 2009; 
COSTANTINO et al., 1994; WINTERS et al., 1997). Para minimizar ou evitar 
esses tipos de reações ou alterações, Ohtake e colaboradores (2011) 
apresentaram uma série de aditivos utilizados para preservação de proteínas 
tais como açúcares, sais, polímeros, surfactantes e arginina. 
Para acelerar o desenvolvimento de formulação, os estudos de 
estabilidade são muitas vezes conduzidos sob condições aceleradas. Essas 
condições podem ser de alta temperatura, alta umidade, iluminação intensa, 
extremos de pH, agitação, e ciclos de congelamento e descongelamento. 
Esses estudos são geralmente curtos, mas muito úteis na triagem de 
formulações de proteínas (WEIJERS e RIET, 1992; WANG, 1999).   
Infelizmente, não existe um único método de estabilização de proteína. 
Devido à complexidade estrutural, interações enzima-aditivo e interações de 
inativação dos mecanismos das proteínas (WANG, 1999). 
Além dos produtos comerciais serem apresentados na forma líquida, 
enzimas também podem ser submetidas a processos de secagem, pois facilita 
o manuseio do produto, a estabilidade e a redução da deterioração do produto 
na forma em pó (SLOTH et al., 2007). A secagem por atomização em spray 
dryer se baseia na secagem de soluções e de suspensões aquosas (líquidos 
de baixa ou alta viscosidade) em um produto seco e pulverizado, submetida 
ao atomizador dentro de uma câmara de ar quente. Assim, ocorre a rápida 





A utilização de polímeros como agente encapsulante em processos de 
secagem de enzimas tem gerado novas alternativas para o desenvolvimento 
de produtos, pois proporciona a proteção do material em pó. Um dos materiais 
mais utilizados como encapsulante são polímeros que tenham como 
característica baixa higroscopicidade, para evitar a aglomeração das 
partículas e aroma neutro (CARVALHO, 2012; ANSELMO et al., 2006).  
O objetivo deste capítulo foi desenvolver preparações na forma líquida e 
em pó de fitase com a adição de aditivos, bem como estudar estabilidade 
dessas formulações durante o armazenamento em condições aceleradas. 
2 MATERIAL E MÉTODOS 
2.1 MICRO-ORGANISMO 
O micro-organismo utilizado no presente trabalho foi o Ganoderma sp. 
MR-56, descrito conforme no subitem 2.1 do capítulo III. 
2.2 PRODUÇÃO DE FITASE 
  Os procedimentos para produção da fitase por cultivo submerso em STR 
foram realizados conforme: 
• Extração líquida do substrato farelo de trigo para o cultivo submerso 
(subitem 2.2 do capítulo III);  
• Pré-tratamento do substrato para o cultivo submerso (subitem 2.3 do 
capítulo III); 
• Preparo do pré-inóculo subitem 2.4 do capítulo III;  
• Produção da enzima por cultivo submerso em biorreator STR (subitem 
2.6 capítulo IV); 
• Clarificação por microfiltração e ultrafiltração foram realizados conforme 
descritos no Capítulo V no subitem 2.7.2  e subitem 2.7.3.3, 
respectivamente. 
2.3 PREPARO DAS AMOSTRAS 
Após a produção de fitases descritas no subitem 2.2, as formulações 




total de 15 mL e cada formulação continha um volume final de 10 mL. Os 
volumes mantinham 1/3 do volume do frasco de headspace de acordo com o 
Guia de Estabilidade de Produtos Cosméticos da Agência Nacional de 
Vigilância Sanitária (ANVISA, 2004). Os aditivos foram diluídos e/ou 
solubilizados em água ultra pura e posteriormente misturados com o extrato 
enzimático concentrado para obter a concentração final desejada. O 
CONTROLE realizou-se sem adição de aditivos, foi adicionada água ultra pura 
com a finalidade da diluição igualasse em todas as formulações. 
2.4 DETERMINAÇÃO DA ATIVIDADE DA FITASE 
A atividade da fitase foi determinada conforme método de Heinonen e 
Lahti (1981) (subitem 2.6 do Capítulo III). Cada ensaio enzimático da forma 
líquida, a atividade inicial (tempo 0) foi determinada e considerada 100% de 
atividade relativa de enzima. 
2.5 FORMULAÇÃO E ESTABILIDADE DA FITASE NA FORMA LÍQUIDA 
Os aditivos utilizados nos estudos de formulação e estabilidade da fitase 
na forma líquida e em pó estão codificados e preservados pelo depósito de 
patente. 
2.5.1 Estudo de estabilidade em condição acelerada 
Os ensaios foram reproduzidos em triplicata, sendo que as amostras 
foram incubadas em estufa a 40 ±2 °C durante 15 dias. Posteriormente, as 
amostras foram determinadas as atividades da fitase (item 2.4) e realizadas 
análises estatísticas. 
2.5.2 Legislação 
Os aditivos utilizados no presente capítulo estão de acordo com: 
• ANVISA - Resolução - RDC nº 53, de 7 de outubro de 2014. Dispõe 
sobre a lista de enzimas, aditivos alimentares e veículos autorizados 
em preparações enzimáticas para uso na produção de alimentos em 
geral;  
• ANVISA - Resolução - RDC nº 54, de 7 de outubro de 2014. Dispõe 
sobre o regulamento técnico de enzimas e preparações enzimáticas 




• PORTARIA N° 540 - SVS/MS (Secretaria de Vigilância Sanitária do 
Ministério da Saúde), 27 de outubro de 1997, Aditivos Alimentares; 
• Resolução CNS/MS (Conselho Nacional da Saúde/ Ministério da 
Saúde)  nº 04, de 24 de novembro de 1988 - Aditivos Intencionais; 
• Instrução Normativa - Ministério da Agricultura, Pecuária e 
Abastecimento - nº 13, de 30 de novembro de 2004. Regulamento 
técnico sobre aditivos para produtos destinados à alimentação animal. 
Como não existe nenhuma legislação específica e nem metodologias 
padrão para estudos de estabilidade de enzimas, os estudos apresentados 
neste trabalho basearam-se no ICH (International Conference on 
Harmonisation of Technical Requirements for Registration of Pharmaceuticals 
for Human Use) e no Guia de Estabilidade de Produtos Cosméticos da 
Agência Nacional de Vigilância Sanitária (ANVISA, 2004). 
 Os estudos de formulação e estabilidade da fitase na forma líquida foram 
realizados em quatro etapas, descritos a seguir (FIGURA 24):  
FIGURA 24 - FLUXOGRAMA DOS ESTUDOS DE FORMULAÇÃO LÍQUIDA DA FITASE 
 
2.5.3 Primeira etapa: Estudo preliminar da influência de diferentes aditivos 
durante a reação enzimática  
Os aditivos testados foram divididos em grupos dos antimicrobianos 
(A), acidulantes (C), antioxidantes (O), polímeros (P), sais (S), açúcares (U),
proteína (T1), álcool (T2) e quelante (T3). Os aditivos e suas respectivas 
concentrações testadas estão presentes na TABELA 22. Os aditivos foram 
testados na concentração mínima permitida pela legislação brasileira 
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bem como de acordo com suas características e propriedades indicadas por 
Rowe (2009). A amostra denominada CONTROLE refere-se ao extrato 
enzimático concentrado (micro e ultrafiltrado) sem adição de aditivos, 
conforme preparado no subitem 2.7.2 e 2.7.3.3 do capítulo V.  
Os aditivos selecionados para a etapa subsequente foram aqueles que 
mantiveram ≥ 70% de atividade relativa de fitase conduzida a 50ºC / 30 min 
durante a reação enzimática. Posteriormente, realizou-se a determinação da 
atividade fitásica (item 2.4). 
TABELA 22 - ESTUDO PRELIMINAR DA INFLUÊNCIA DE DIFERENTES CLASSES DE 
ADITIVOS E RESPECTIVAS CONCENTRAÇÕES NA ESTABILIDADE DA ATIVIDADE DE 
FITASE DURANTE A REAÇÃO ENZIMÁTICA EM TEMPERATURA DE 50 °C POR 30 
MINUTOS 
Classe do Aditivo Aditivo Concentração 
 A1 0,01% 
Antimicrobianos A2 0,015% 
 A3 0,02% 
 A4 0,1% 
Acidulantes C1 0,3% 
 C2 0,1% 
Antioxidantes O1 0,01% 
 O2 0,01% 
Polímeros P1 0,1% 
 P2 0,2% 
 S1 5% 
Sais S2 5% 
 S3 0,3% 
 S4 100 mM 
Proteína T1 0,5% 
Álcool T2 10%  
Quelante T3 1mM 
 U1 5% 
Açúcares  U2 20% 
 U3 5% 
 U4 5% 
 
2.5.4 Segunda etapa: Seleção dos aditivos para formulação líquida 
A segunda etapa consistiu avaliar a influência dos aditivos, 
selecionados previamente na primeira etapa, na estabilidade da atividade da 
fitase na forma líquida em condições aceleradas. Os aditivos estudados 
pertencem às classes de antimicrobianos, estabilizantes (sais e açúcares), 
polímeros, antioxidantes, acidulantes, proteína e álcool (FIGURA 25) 
conforme classificação dos aditivos alimentares (Portaria n. 540, SVS/MS de 




enzimático para avaliar a influência durante o armazenamento acelerado 
(subitem 2.4).  
Cada formulação continha o extrato enzimático concentrado, o aditivo 
selecionado e foram conduzidos conforme o preparo das amostras do subitem 
2.3. As atividades enzimáticas de fitase foram determinadas conforme o 
subitem 2.4 nos tempos 0, 1, 3, 5, 7, 9, 11 e 15 dias de armazenamento à 40 
±2 ºC. Os valores obtidos das atividades enzimáticas foram comparadas à 
atividade da amostra CONTROLE (subitem 2.3).
FIGURA 25 - REPRESENTAÇÃO ESQUEMÁTICA DA CODIFICAÇÃO DOS GRUPOS DE 
ADITIVOS ANTIMICROBIANOS, ESTABILIZANTES (SAIS E AÇÚCARES), POLÍMEROS, 
ANTIOXIDANTES, ACIDULANTES E PROTEÍNA / ÁLCOOL 
 
2.5.5 Terceira etapa: estudo da combinação de aditivos (A1, C2, U3, T1, T2, 
O2 e S1) na formulação líquida  
A terceira etapa do estudo consistiu na avaliação da presença e 
ausência dos aditivos selecionados previamente. O delineamento Plackett-
Burman Screening Design (PB) 11/12 foi proposto com 7 fatores ou variáveis 
independentes (aditivos) e 4 dummies (variáveis falsas), totalizando 12 
experimentos. A variável dependente (resposta) avaliada foi atividade relativa 
de fitase. Dois níveis foram utilizados: (+1) presença do aditivo e (-1) ausência 
do aditivo. Os níveis codificados encontram-se na TABELA 23. Tanto o 
delineamento quanto a análise dos resultados foram realizados no software 
STATISTICA 5.0 (StatSoft Inc., USA). Os 12 experimentos consistiram de 
amostra de volume 10 mL contendo a concentração final dos aditivos 



















































formulações líquidas foram acondicionadas conforme descrito no subitem 2.3 
deste capítulo. As atividades de fitase foram determinadas em todos os 
experimentos (subitem 2.4) e análise estatística após os 15 dias do 
armazenamento acelerado.  
TABELA 23 - FATORES E NÍVEIS CODIFICADOS E DECODIFICADOS USADOS NO 
DELINEAMENTO PLACKETT-BURMAN SCREENING DESIGN 11/12 PARA A AVALIAÇÃO 
DA INTERAÇÃO DOS ADITIVOS NA ESTABILIDADE DA ATIVIDADE ENZIMÁTICA APÓS 
15 DIAS DE ARMAZENAMENTO À 40 ºC 
Classe Variáveis (Aditivos) 
Níveis 
-1 +1 
Antimicrobiano A1 0 0,01% 
Acidulante C2 0 0,1% 
Açúcar U3 0 5% 
Proteína T1 0 0,5% 
Álcool T2 0 10% 
Antioxidante O2 0 0,01% 
Sal S1 0 5% 
 
TABELA 24 - MATRIZ DO PLACKETT-BURMAN SCREENING DESIGN  11/12  PARA 
ANÁLISE DA INTERAÇÃO DOS ADITIVOS NA FORMULAÇÃO LÍQUIDA 
 Variáveis 
Form. A1 C2 U3 T1 T2 O2 S1 D1 D2 D3 D4 
1 1(0,01%) -1(0) 1(5%) -1(0) -1(0) -1(0) 1(5%) 1 1 -1 1 
2 1(0,01%) 1(0,1%) -1(0) 1(0,5%) -1(0) -1(0) -1(0) 1 1 1 -1 
3 -1(0) 1(0,1%) 1(5%) -1(0) 1(10%) -1(0) -1(0) -1 1 1 1 
4 1(0,01%) -1(0) 1(5%) 1(0,5%) -1(0) 1(0,01%) -1(0) -1 -1 1 1 
5 1(0,01%) 1(0,1%) -1(0) 1(0,5%) 1(10%) -1(0) 1(5%) -1 -1 -1 1 
6 1(0,01%) 1(0,1%) 1(5%) -1(0) 1(10%) 1(0,01%) -1(0) 1 -1 -1 -1 
7 -1(0) 1(0,1%) 1(5%) 1(0,5%) -1(0) 1(0,01%) 1(5%) -1 1 -1 -1 
8 -1(0) -1(0) 1(5%) 1(0,5%) 1(10%) -1(0) 1(5%) 1 -1 1 -1 
9 -1(0) -1(0) -1(0) 1(0,5%) 1(10%) 1(0,01%) -1(0) 1 1 -1 1 
10 1(0,01%) -1(0) -1(0) -1(0) 1(10%) 1(0,01%) 1(5%) -1 1 1 -1 
11 -1(0) 1(0,1%) -1(0) -1(0) -1(0) 1(0,01%) 1(5%) 1 -1 1 1 
12 -1(0) -1(0) -1(0) -1(0) -1(0) -1(0) -1(0) -1 -1  -1 -1 
D1, D2, D3 e D4 são variáveis dummies. 
2.5.6 Quarta etapa: Definição da concentração dos aditivos selecionados A1, 
O2 e S1 na formulação da fitase na forma líquida 
 
 Para determinar as concentrações dos aditivos significativos da terceira 




dois níveis, seis pontos axiais e quatro pontos centrais totalizando 18 ensaios. 
Os níveis codificados e decodificados estão presentes na TABELA 24. 
Cada ensaio continha extrato concentrado de fitase (micro e ultrafiltrado) 
(2.7.2 e 2.7.3.3 do capítulo V) com concentrações finais dos aditivos conforme 
TABELA 25 compondo 18 formulações (ensaios),  em volume final de 10 mL. 
As 18 formulações foram acondicionadas em frascos de vidro transparentes 
com 1/3 de headspace conforme descrito no subitem 2.3. Os frascos foram 
submetidos a condição acelerada (subitem 2.5.1). A determinação da 
atividade da fitase foi realizada em todas as 18 formulações (amostras) após 
os 15 dias de armazenamento acelerado (subitem 2.4). O software 
STATISTICA 5.0 (StatSoft Inc., USA) foi utilizado para gerar a matriz do 
delineamento bem como para analisar os resultados.   
TABELA 25 - NÍVEIS CODIFICADOS E DECODIFICADOS DAS VARIÁVEIS DO 
PLANEJAMENTO EXPERIMENTAL TIPO DCCR PARA DEFINIÇÃO DA CONCENTRAÇÃO 
DOS ADITIVOS NO CONCENTRADO ENZIMÁTICO 
Variáveis 
Níveis 
-1,68 -1 0 +1 +1,68 
A1 0 0,21 0,5 0,79 1 
O2 0 0,0021 0,005 0,0079 0,01 
S1 0 1,02 2,5 3,98 5 
 
2.6 FORMULAÇÃO DA FITASE EM PÓ 
Cinco polímeros encapsulantes foram avaliados para o estudo da 
formulação da fitase em pó: carboidratos (E1 e E2 a 2%), polissacarídeo E3 
4%, amido E4 2% e a goma E5 2%. Cada polímero foi testado 
separadamente. O extrato enzimático concentrado (micro e ultrafiltrado) foi 
preparado conforme os subitens 2.7.2 e 2.7.3.3 do capítulo V. O polímero 
encapsulante selecionado foi misturado no extrato enzimático concentrado 
(micro e ultrafiltrado). Além dos polímeros foi utilizada formulação base 
composta por um antiumectante, protetor térmico e ativador da enzima. O 
aditivo conservante A1 0,21% (m/v) e aditivo antioxidante O2 0,0021% (m/v) 
também foram incluídos na formulação em pó. A atividade enzimática de cada 
formulação foi determinada antes e após a secagem em spray dryer, 




2.6.1 Secagem em Spray Dryer 
A secagem das cinco formulações (misturas líquidas) foi conduzida no 
secador por atomização spray drying escala laboratorial Spray Dryer Lab 
Plant, modelo SD-05 (Huddersfield, U.K.) com câmara de secagem de 210 
mm de diâmetro e 350 mm de altura. As condições operacionais foram: bico 
injetor de 0,5 mm de diâmetro, fluxo de ar de 52 m3 h-1, pressão do ar de 0,6 
bar e vazão de 3,5 mL min-1, temperatura de entrada do ar 150 ±2 °C e 
temperatura de saída 75 ±3 °C. As condições de secagem foram mantidas 
para todas as cinco operações. A amostra foi alimentada no spray dryer com 
auxílio de uma bomba peristáltica, a qual atingiu o bico atomizador, 
pulverizando-a na câmera de secagem. As partículas úmidas em contato com 
o ar quente e seco perdem umidade formando partículas em pó, o qual foi 
coletado, acondicionado em recipiente plástico para posterior análises. Não 
foram realizados estudos de embalagem para o armazenamento da fitase em 
pó. 
2.6.2 Análises das formulações em pó 
2.6.2.1 Análise de umidade das formulações em pó 
A balança analisadora de umidade i-Thermo (Bel Engineering, Princeton, 
USA) foi utilizada para a determinação de umidade das amostras formuladas 
em pó. A umidade foi determinada imediatamente após a secagem no spray 
dryer e após 15 dias de armazenamento.  
2.6.2.2 Rendimento das formulações de fitase em pó obtidas por secagem em 
spray dryer 
Cada uma das amostras da formulação de fitase em pó foi pesada em 
balança analítica e determinada a atividade enzimática (subitem 2.4). O 
rendimento do processo foi calculado com base nos dados da pesagem antes 
e depois da operação no spray dryer. 
2.6.2.3 Análise da Estabilidade da Atividade Enzimática nas Formulações em 
pó 
As amostras formuladas em pó foram submetidas a determinação da 
atividade enzimática remanescente durante o processo e armazenamento em 




umidade relativa, somente controle de temperatura. As análises enzimáticas 
nos estudos de estabilidade em temperatura ambiente (25 ±5 °C) realizou-se 
o ensaio da fitase (subitem 2.4) nas amostras durante 0, 30, 60 e 90 dias. 
2.6.2.4 Análise das formulações de fitase em pó em Microscópio Eletrônico de 
Varredura (MEV) 
As cinco formulações em pó foram observadas por MEV, utilizando o 
microscópio Vega 3 Tescan (Brno, República Tcheca). As amostras foram 
previamente fixadas em suporte stub coberta com fita dupla face de carbono. 
Estas foram revestidas com ouro sob uma atmosfera de argônio, utilizando um 
equipamento metalizador Balzers SCD 030 (Schaumburg, EUA) com pressão 
0,1 bar à vácuo e corrente elétrica 30 mA. As fotomicrografias foram 
efetuadas a uma voltagem de aceleração de 15,0 kV e aumentos de 350, 
1000, 3000 e 7000 vezes. As características do tamanho das partículas, 
forma, agregação foram analisadas. 
3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 
 
Todos os ensaios de formulação líquida e em pó foram determinados a 
atividade inicial (tempo 0) e considerada 100% de atividade relativa de 
enzima. 
3.1 FORMULAÇÃO E ESTABILIDADE DA FITASE NA FORMA LÍQUIDA 
3.1.1 Primeira etapa: Estudo preliminar da influência de diferentes aditivos 
durante a reação enzimática  
Os dados mostrados na TABELA 26 referem-se à atividade relativa (%) 
em relação à atividade enzimática do controle (sem adição de aditivos), 
definido como 100%. A atividade relativa após o ensaio enzimático permitiu 
avaliar se os aditivos interferem durante a reação na formação do complexo 
enzima-substrato. 
O melhor aditivo testado neste estudo foi o antimicrobiano A4 a 0,1% 
(m/v), o qual obteve 97,22% da atividade residual (à 50ºC/30 min) comparado 
com o controle (100%). De acordo com Rowe e colaboradores (2009), o 




alimentos e produtos farmacêuticos, além de possuir uma ótima solubilidade 
em diversos solventes e apresenta estabilidade em soluções aquosas. Esse 
mesmo aditivo está presente na formulação da fitase comercial Ronozyme® P 
líquida (DSM, Koninklijke, Holanda) (EFSA, 2010). Do mesmo modo, A4 a 
0,1% (m/v) é componente da formulação da fitase comercial Phyzyme XP 
10000 L (Danisco, Marlborough, Reino Unido) (EFSA, 2008). 
Os aditivos antimicrobiano A2 0,015% (m/v), proteína T1 0,5% (m/v), 
álcool T2 10% (m/v) e sal S1 5% (m/v) apresentaram atividades relativa 
superior a 90%. Outros efeitos positivos foram observados nos ensaios com 
acidulante C2 0,1% (m/v) e o antimicrobiano A3 0,02% (m/v), os quais 
apresentaram 87% de atividade relativa. Efeitos similares também foram 
evidenciados com a mesma porcentagem e valores muito próximos de 
atividade enzimática relativa. Dentre eles, encontram-se o sal S4 100 mM e o 
antioxidante O1 0,01% (m/v) com 81% de atividade relativa, P2 0,2% (m/v) e 
U4 5% (m/v) com 79% de atividade relativa. Já o polímero P1 0,1% (m/v), o 
açúcar U3 5% (m/v) e o antioxidante O2 0,01% (m/v) resultaram em 78,94%, 
78,67% e 78,48% de atividade relativa, respectivamente. Observou-se que 
alguns aditivos demostraram a mesma porcentagem de atividade residual, 
porém possuem funções específicas distintas. Apesar disso, conforme Rowe e 
colaboradores (2009) os aditivos podem apresentar mais de uma propriedade 
dentro da sua respectiva categoria/ classe. É o caso do aditivo utilizado C2, 
que apresenta propriedade antioxidante, acidulante, tamponante, quelante e 
conservante. 
Conforme EFSA (2008), as fitases comerciais para aplicação em ração 
animal apresentam variados aditivos empregados na composição de suas 
formulações. No produto Natuphos® 10000L (BASF, Alemanha) possui na sua 
formulação o T2 (25%) e o U2 (20%) (EFSA, 2006). Outra fitase comercial é a 
Optiphos® L 8000 (Huvepharma®, Bulgária) (EFSA, 2011) que apresenta o 
açúcar U3 (30%) e o antimicrobiano A3 (0,5%) como componentes da 
formulação. Da mesma forma, a Quantum™ Phytase 5000L (AB Vista, Reino 
Unido) possui dois ingredientes na formulação, um acidulante U2 e um sal S2 
(EFSA, 2008). 
 O aditivo quelante T3 a 1mM não foi selecionado para a etapa seguinte, 




seja, atividade relativa < 70% do critério proposto neste estudo. Por 
conseguinte, para a segunda etapa foram selecionados todos os aditivos com 
exceção do aditivo T3.  
 
TABELA 26 - INFLUÊNCIA DOS ADITIVOS SOBRE A ATIVIDADE DE FITASE DURANTE A 
REAÇÃO ENZIMÁTICA À 50 ºC POR 30 MINUTOS 
Classe do Aditivo Aditivo Concentração 
Atividade 
relativa de fitase (%) 
Controle - - 100 ± 3,51 
 A1 0,01% 76,45 ± 1,04 
Antimicrobianos A2 0,015% 95,84 ± 7,42 
 A3 0,02% 87,81 ± 0,49 
 A4 0,1% 97,22 ± 1,21 
Acidulantes C1 0,3% 75,34 ± 4,22 
 C2 0,1% 87,53 ± 1,80 
Antioxidantes O1 0,01% 81,97 ± 2,90 
 O2 0,01% 78,48 ± 5,53 
Polímeros P1 0,1% 78,94 ± 0,51 
 P2 0,2% 79,22 ± 2,02 
 S1 5% 90,30 ± 6,10 
Sais S2 5% 83,10 ± 0 
 S3 0,3% 84,21 ± 0 
 S4 100 mM 81,44 ± 3,82 
Proteína T1 0,5% 93,62 ± 0 
Álcool T2 10% 91,22 ± 5,25 
Quelante T3 1mM 67,03 ± 6,06 
 U1 5% 85,04 ± 0,54 
Açúcares  U2 20% 77,56 ± 0 
 U3 5% 78,67 ± 0,52 
 U4 5% 79,03 ± 6,07 
 
3.1.2 Segunda etapa: Seleção dos aditivos para formulação líquida 
Os resultados do efeito da adição dos aditivos na estabilidade da 
atividade enzimática em condição acelerada estão apresentados na FIGURA 
26. O experimento CONTROLE (amostra sem aditivo) apresentou atividade 
residual de 60,58% após os 15 dias de armazenamento.  
A discussão desta etapa foi realizada pela divisão dos aditivos em 
grupos para o melhor entendimento. A presença dos aditivos antimicrobianos 
A1, A4 e A3 resultaram em 100% de atividade relativa, ou seja, em 15 dias de 
estudo em condições aceleradas não houveram perdas relacionadas à 
atividade de fitase. O A2 foi o qual apresentou uma perda de 9,82% em 
relação a sua atividade inicial.  
Dentre os sais estudados, o sal S1 apresentou melhor resultado, o qual 




o sal S3 resultou em 87,52% de atividade residual. Em seguida o sal S2, 
resultando em 78,37% de atividade residual comparado ao tempo inicial. Por 
último, o aditivo S4 perdeu 38,65% da atividade de fitase durante o 
armazenamento acelerado. Kohn e colaboradores (1997) e Wang (1999) 
evidenciaram que o efeito dos sais na estabilidade de proteínas é complexa 
devido às interações iônicas. Da mesma forma, os sais podem estabilizar, 
desestabilizar, ou não apresentar efeitos sobre a estabilidade da proteína, 
dependendo do tipo e concentração. Outra possibilidade é de que os sais 
podem aumentar a tensão superficial na interface de água e proteína 
fortalecendo a interação hidrofóbica (KRISTJÁNSSON e KINSELLA, 1991; 
KOHN et al., 1997;  WANG, 1999). 
O açúcar U2 apresentou maior perda (47,8%) de atividade de fitase 
quando comparando com o controle (perda de 39,42%) após 15 dias. O 
açúcar U3 manteve 100% da atividade de fitase após 15 dias de 
armazenamento à 40ºC. Os açúcares U1 e U4 resultaram em perdas de 
17,05% e 15,63% respectivamente.  
Dentre os polímeros testados, o polímero P2 apresentou 10,84% de 
perdas na atividade enzimática em 15 dias de armazenamento. Porém 
durante o 5° e 11° dia de estudo observou-se uma ativação da enzima, 
113,28% e 110% respectivamente. O polímero P1 apresentou queda de 
15,9% de atividade relativa após 15 dias de estudo. Iyer e Ananthanarayan 
(2008) ressaltaram que a adição de açúcares e polióis em soluções aquosas 
de enzima podem fortalecer as interações hidrofóbicas entre os resíduos de 
aminoácidos não-polares, que conduzem a rigidificação da proteína bem 
como a resistência térmica. Farruggia e colaboradores (1997) relataram que 
os PEGs são frequentemente utilizados como crioprotetores proteína ou 
também como agentes de precipitação e cristalização em meios aquosos. 
Eles possuem natureza hidrofóbica, por este motivo, podem interagir com as 
cadeias laterais hidrofóbicas das proteínas, promovendo o desdobramento 
proteico. Assim, os açúcares e polímeros testados neste estudo, 
possivelmente condizem com essas reações explicadas na estabilidade 
enzimática. 
No grupo dos antioxidantes, o O2 apresentou uma leve queda de 12% 




armazenamento a atividade da enzima se manteve estável com leve ativação 
em 15 dias (108,35%). O efeito do antioxidante O1 resultou em uma perda de 
10% de atividade relativa  no mesmo período. 
Jason e Morrow (2000) citou que a oxidação das enzimas pode 
acarretar mudanças na estrutura da proteína bem como danos na ação 
catalítica. Os aminoácidos mais propensos à oxidação são a cisteína e a 
metionina. No caso da cisteína, ocorre a reação com tióis livres para formação 
de sulfetos. Em relação a metionina, a oxidação leva a formação da metionina 
sulfóxido. Outros aminoácidos podem necessitar de condições mais rigorosas 
para a modificação oxidativa. Portanto, provavelmente os antioxidantes 
testados no presente estudo evitaram a oxidação da fitase. 
O acidulante C2 apresentou efeito positivo na estabilidade da enzima, 
não houve perdas de atividade de fitase no final do teste. Um resultado 
satisfatório também foi obtido com a adição do acidulante C1 que apresentou 
uma perda de 12,81% de atividade da enzima. 
Em comparação, Batista (2014) desenvolveu uma formulação líquida 
de dextranase produzida por Penicillium aculeatum. A partir de delineamentos 
experimentais, os aditivos selecionados foram o ácido cítrico a 0,17% (m/v) e 
o sorbitol 2,83% que estabilizaram a enzima durante o estudo de 
armazenamento. 
No presente estudo empregou-se o proteína T1 e o álcool T2 no 
concentrado enzimático, os quais também apresentaram bons resultados, 7% 
e 15% respectivamente de perdas da atividade da fitase. 
Para estudos posteriores foram selecionados um aditivo de cada grupo 
foram escolhidos, os aditivos antimicrobiano A1 (100%), sal S1 (106%), 
açúcar U3 (100%), antioxidante O2 (82%), acidulante C2 (100%), proteína T1 
(93%) e álcool T2 (85%), pois apresentaram efeitos positivos na estabilidade 










FIGURA 26 - ESTUDO DOS ADITIVOS NO CONCENTRADO ENZIMÁTICO ARMAZENADO 
À 40 ºC POR 15 DIAS. A - ANTIMICROBIANOS; B - SAIS; C - AÇÚCARES; D - POLÍMEROS; 








3.1.3 Terceira etapa: estudo da combinação de aditivos (A1, C2, U3, T1, T2, 
O2 e S1) na formulação líquida  
Os seguintes aditivos foram selecionados para a presente etapa: A1, S1, 
U3, O2, C2, T1 e T2 utilizando o delineamento Plackett-Burman design 11/12. 
A TABELA 27 apresenta os resultados das atividades relativas (variável 
dependente ou resposta). Conforme a análise de variância, os resultados do 
Plackett-Burman mostraram um R2 de 0,93. A presença das variáveis 
(aditivos) significativas o antimicrobiano A1 (p < 0,009), o antioxidante O2 (p < 
0,006) e o sal S1 (p < 0,049) apresentaram importância na estabilidade da 
atividade da fitase conforme mostra o Diagrama de Pareto (FIGURA 27). Os 
demais aditivos não apresentaram significância de 95%. O antioxidante O2 foi 
o qual apresentou maior significância estatística (p < 0,006), o qual exerceu 
um efeito estimado negativo (-4,66). Este resultado indicou que a estabilidade 
da enzima pode ser atingida com o uso de concentrações reduzidas (< 0,01%) 
desse aditivo. O sal S1 também apresentou efeito negativo (-2,74), sugere-se 
menor a concentração deste sal (< 5%) na formulação líquida da fitase. 
As formulações de número dois (A1, C2 e T1) e cinco (A1, C2, T1, T2, 
S1) apresentaram resultados positivos de ativação da enzima durante o 
estudo acelerado, atingindo valores de 113,26% e 103,59% de atividade 
relativa, respectivamente. Em contrapartida, as formulações sete (C2, U3, T1, 
O2 E S1) e onze (C2, O2 E S1) apresentaram a mesmo valor de 67,96% de 
atividade relativa e menores em relação as demais formulações.  
Portanto, somente as variáveis significativas (p < 0,05) o antimicrobiano 
A1, antioxidante O2 e o sal S1 foram selecionadas para a quarta etapa do 






















3.1.4 Quarta etapa: definição da concentração dos aditivos A1, O2 e S1 na 
formulação líquida 
Os resultados do estudo dos aditivos antimicrobiano A1, antioxidante O2 
e o sal S1 e suas concentrações encontram-se no delineamento tipo DCCR 
com 23 (dois níveis e três variáveis) (TABELA 28). O objetivo principal deste 
estudo foi definir a concentração dos aditivos significativos estatisticamente na 
forma líquida da fitase. O modelo obtido apresentou ajuste satisfatório aos 
Formulações Variáveis independentes Variável dependente (resposta) 
Atividade relativa (%) 
1 A1 U3 S1   95,86 
2 A1 C2 T1   113,26 
3 C2 U3 T2  83,43 
4 A1 U3 T1 O2  81,77 
5 A1 C2 T1 T2 S1 103,59 
6 A1 C2 U3 T2 O2 90,33 
7 C2 U3 T1 O2 S1 67,96 
8 U3 T1 T2 S1  78,18 
9 T1 T2 O2   82,87 
10 A1 T2 O2 S1  77,90 
11 C2 O2 S1 67,96




dados experimentais (R2 0,87). As variáveis significativas foram os aditivos A1 
(p < 0,05) e O2 (p < 0,01), ou seja, apresentaram influência na atividade da 
fitase em condições aceleradas em 15 dias. A variável S1 não foi significativa 
(p > 0,05) nesse experimento. A interação  A1 e S1 (p < 0,003) (-2,16) 
também apresentou significância de 95%. 
 A atividade do CONTROLE (sem aditivos) foi 23,4 U mL-1  de atividade 
de fitase após os 15 dias à 40°C. As respostas (variáveis) dependentes das 
atividades enzimáticas variaram entre 17,6 a 28 U mL-1 (atividade após 15 
dias à 40 ºC). O maior resultado foi obtido na formulação 2 (A1 0,21%, O2 
0,0021% e S1 3,98%) com atividade de fitase 28 U mL-1. Resultados similares 
foram observados na formulação 15 (A1 0,5%, O2 0,005% e S1 2,5%)  e 17 
(A1 0,5%, O2 0,005% e S1 2,5%), também denominados pontos centrais com 
26,3 U mL-1 e 26,2 U mL-1 de atividade de fitase respectivamente. A menor 
atividade de fitase (17,6 U mL-1) foi obtida na formulação 8 (A1 0,79%, O2 
0,0079% e S1 3,8%).  
Conforme a superfície de resposta apresentada (FIGURA 28), a  região 
ótima foi alcançada nas formulações contendo o antimicrobiano A1 a 0,21% e 
o antioxidante O2 a 0,0021%. Portanto, a formulação da fitase na forma 
líquida contém A1 0,21% e o O2 0,0021%. Ressalta-se que o aditivo sal S1 
não foi considerado para a construção da  superfície de resposta (A1 versus 
O2) pois não apresentou significância estatística (p < 0,05). 
O modelo polinomial geral que considera em seus termos a presença 
dos aditivos A1, O2 e S1 bem como suas interações na composição da 
formulação de fitase na forma líquida encontra-se abaixo: 
Y = 25,76 - 1,29A* - (1,56)A2* - 1,32B* - (0,57)B2 - 0,16C – (0,62)C2 + 
0,087AB - 2,16AC* + 0,76BC                                                  EQUAÇÃO 12 
 
Onde: Y = atividade da fitase, U mL-1; A = A1, %; B = O2, %; C = S1, %.  
*termo com efeito significativo (p < 0,05). 
Esses dados corroboram com os encontrados por Nielsen e 
colaboradores (2007), patente que contempla uma composição líquida 
enzimática contendo o mesmo antimicrobiano A1 da formulação desenvolvida 




a adição do mesmo aditivo (A1) que apresenta função estabilizadora da 
atividade de enzimas em agentes de limpeza (MICHELS et al.,  2011).  
Em relação ao agente antioxidante, um efeito similar foi encontrado por 
Rommele e Hagemann (1978) que utilizaram o mesmo aditivo antioxidante 
(O2) em uma formulação aquosa de papaína. A patente de Whitehurst e 
Green (2010) descrevem o uso do mesmo aditivo O2 em uma formulação 
líquida contendo hemicelulases para aplicação em massas (macarrão).  
Portanto, os experimentos de otimização em sua totalidade propiciaram 
uma combinação e determinação da concentração dos aditivos selecionados 
para a formulação líquida da fitase de Ganoderma sp. MR-56. 
 
TABELA 28 - RESULTADOS DAS ATIVIDADES ENZIMÁTICAS OBTIDAS PELO 
DELINEAMENTO DCCR PARA DETERMINAÇÃO DA CONCENTRAÇÃO DOS ADITIVOS 
A1, O2 e S1 NA FORMULAÇÃO LÍQUIDA DA FITASE 
 Variáveis dependentes Variável dependente 
Formulações A1 (%) O2 (%) S1 (%) Atividade de  fitase (U mL-1) 
1 0,21 0,0021 1,02 26 
2 0,21 0,0021 3,98 28 
3 0,21 0,0079 1,02 20 
4 0,21 0,0079 3,98 26,6 
5 0,79 0,0021 1,02 25,3 
6 0,79 0,0021 3,98 20,2 
7 0,79 0,0079 1,02 21,2 
8 0,79 0,0079 3,98 17,6 
9 0 0,005 2,5 21,6 
10 1 0,005 2,5 20,8 
11 0,5 0 2,5 25,2 
12 0,5 0,01 2,5 22,8 
13 0,5 0,005 0 24,5 
14 0,5 0,005 5 23,2 
15 (PC) 0,5 0,005 2,5 26,3 
16 (PC) 0,5 0,005 2,5 25,6 
17 (PC) 0,5 0,005 2,5 26,2 
18 (PC) 0,5 0,005 2,5 25,0 










FIGURA 28 - SUPERFÍCIE DE RESPOSTA DO ESTUDO DA DETERMINAÇÃO DA 
CONCENTRAÇÃO DOS ADITIVOS A1, O2 e S1 NA FORMULAÇÃO LÍQUIDA DA FITASE 
APÓS 15 DIAS DE ARMAZENAMENTO À 40 ºC 
 
 
3.1.5 Estudo da estabilidade da atividade fitásica na formulação líquida em 
condições aceleradas 
Após 15 dias de armazenamento à 40°C, os aditivos A1 0,21% e O2 
0,0021% obtiveram excelentes resultados, 103,5% de estabilidade da fitase. 
 
3.2 FORMULAÇÃO DA FITASE EM PÓ 
3.2.1 Secagem em Spray Dryer 
Dentre os polímeros testados, o E2 apresentou melhor resultado 
(120,72% de atividade relativa de fitase) após a secagem em spray dryer em 
relação ao valor da atividade inicial de fitase antes da secagem. Sugere-se 
que a formulação contendo o encapsulante E2, o ativador da enzima e o 
protetor térmico proporcionou um estímulo da fitase, devido a interação entre 
os componentes da fórmula. A TABELA 29 apresenta os resultados dos testes 
de secagem da fitase em spray dryer. O polímero E1 também mostrou 
adequado como encapsulante para a secagem da enzima por spray dryer, 
com atividade relativa de fitase de 99,88%. Os polímeros E4 e E5 
apresentaram uma perda de atividade de 19,90% e 15,83%, respectivamente. 
A presença do polímero E3 na formulação resultou na menor atividade relativa 




Durante o processo de secagem por atomização, as enzimas podem 
perder parte de sua atividade devido a sua exposição a altas temperaturas 
ocasionando estresse térmico e mecânico na câmara de secagem do 
equipamento. A utilização de polímeros no processo apresenta a função de 
proteger a molécula contra altas temperaturas (GONÇALVES et al., 2013). 
Millqvist-Fureby e colaboradores (1999) ressaltaram que os polímeros  
preservam a estrutura nativa da proteína na ausência de água. Outra razão é 
de que os polímeros poderiam formar uma matriz cristalina que bloqueia 
alterações na conformação estrutural proteica, preservando assim sua 
atividade.  
As formulações de fitases comerciais reportadas na literatura, 
destacaram-se o E4 como agente carreador. Os produtos comerciais que 
utilizam o mesmo polímero E4 do presente trabalho são Natuphos® 5000 
(BASF, Alemanha) (EFSA, 2009) e Phyzyme XP 10000 TPT (AB Vista, Reino 
Unido) (EFSA, 2008). Optiphos® G 4000 (Huvepharma®, Bulgária) também 
apresenta em sua composição o polímero E4, porém na forma granulada e 
não em pó como obtida no presente trabalho de pesquisa. Ronozyme® P 
(DSM, Koninklijke, Holanda) na forma granulada também contém na 
composição de sua formulação em pó os polímeros E3 e o E4 (EFSA, 2010), 
os quais corroboram com este estudo.  
TABELA 29 - RESULTADOS DOS TESTES DE SECAGEM DA FITASE EM SPRAY DRYER 









* Atividade relativa de fitase após a secagem 
3.2.2 Análise de Umidade das Formulações em Pó 
A amostra formulada contendo o polímero E5 apresentou maior teor de 
umidade inicial 12% (logo após a secagem) em comparação com as outras 
formulações. A umidade dessa amostra manteve-se praticamente constante 




contendo E2 apresentou menor umidade inicial 7,61% e, após o 
armazenamento um aumento de apenas 0,8% de umidade na amostra. A 
amostra formulada contendo o polímero E4 apresentou 12% de umidade 
inicial, o qual pode interferir na estabilidade enzimática. A amostra contendo o 
polímero E3 também obteve o mesmo comportamento, o qual perdeu 1,62% 
de umidade. O pó contendo o polímero E1 manteve-se com 8,98 a 10,72% de 
umidade durante todo o estudo. A TABELA 30 apresenta as umidades das 
amostras em pó. O aumento da umidade das amostras formuladas pode 
ocasionar a aglomeração do pó e o desenvolvimento de micro-organismos. 
Porém no presente estudo não foram realizados análises microbiológicas para 
afirmar se ocorreu algum crescimento microbiano. Utilizando a ferramenta 
estatística Tukey's multiple comparisons test foi demonstrado que nenhuma 
das amostras formuladas em pó apresentaram diferença significativa (p < 
0,05) entre si. 
Segundo Tonon e colaboradores (2009) e Rodríguez-Hernández e 
colaboradores (2005) um elevado teor de umidade não afeta apenas o 
rendimento do processo, podendo dificultar a coleta do material, mas também 
compromete a estabilidade microbiológica do produto final. A baixa mobilidade 
da água contribui para a estabilização durante o armazenamento a longo 
prazo (BUITINK et al., 2000). A atividade de água e presença de oxigênio são 
fatores que podem afetar a atividade da enzima.  
Dados publicados por Salleh e colaboradores (2014) estão em 
concordância com os dados do presente estudo, pois as amostras dos autores 
apresentaram 9,83% de umidade com o uso do polímero E1 a 10% (m/v) após 
microencapsular a bromelina por secagem em spray dryer. Os dados de Sato 
e colaboradores (2014) também condescendem para a fitase 
microencapsulada com o polímero E1 e E4 por atomização, 10,6% e 10,7% 
de umidade, respectivamente. Contrapondo o presente trabalho, a secagem 
em spray dryer do extrato bruto contendo β-D-frutofurosidase de F. 
graminearum resultou em 6,56% e 7,89% de umidade, para as amostras 
contendo os polímeros E4 2% e E3 2%, respectivamente. De acordo com a 
literatura, o polímero E1 é um produto estável, de baixa higroscopicidade, 




Portanto, esse é um dos agentes encapsulantes mais utilizados nos 
processos de microencapsulação, apresentando efeito antioxidante e de 
preservação do produto (SHAHIDI e HAN, 1993).  
TABELA 30 - RESULTADOS DA UMIDADE DAS AMOSTRAS FORMULADAS EM PÓ 
CONTENDO OS POLÍMEROS TESTADOS E1, E2, E3, E4 E E5 APÓS A SECAGEM EM 
SPRAY DRYER E APÓS 15 DIAS DE ARMAZENAMENTO À 40°C. LETRAS IGUAIS NÃO 
DIFEREM ESTATISTICAMENTE (p < 0,05) 
 
Formulações Umidade (%) 
 0 horas  15 dias  à 40°C 
E1 8,98 a ± 1,28 10,72 a ± 0,78 
E3 9,81 a ± 2,01 8,19 a ± 0,25 
E4 12 a ± 0,76 8,73 a ± 1,98 
E2 7,61 a ± 0,31 8,41a ± 2,10 
E5 11,84 a ± 1,50 11,52 a ± 1,21 
 
3.2.3 Rendimento das formulações de fitase em pó obtidas por secagem em 
spray dryer 
Os rendimentos do processo de secagem por spray dryer estão 
apresentados na TABELA 31. Considerando os polímeros testados, a 
formulação que continha o polímero encapsulante E1 apresentou melhor 
rendimento (42,49%) no final do processo de secagem por atomização (spray 
drying). O menor rendimento foi obtido na formulação contendo o polímero E3 
(15,25%) e perdas de 84,24%. Em contrapartida, Sato e colaboradores (2014) 
obtiveram somente 6,9% de recuperação do processo de secagem em spray 
dryer com o polímero E1 a 2% (m/v) da microencapsulação da fitase 
produzida por R. microsporus var. Microsporus. Por outro lado, segundo os 
mesmos autores, também usou o polímero E4 a 2% (m/v) e obteve um melhor 
rendimento (53,6%). Portanto, os resultados de Sato e colaboradores (2014) 
foram menores em relação aos rendimentos obtidos com os polímeros E1 e 
E4 do presente trabalho. 
Os resultados da recuperação da enzima corroboram com Gonçalves e 
colaboradores (2013), os quais encapsularam a enzima β-D-frutofurosidase de 
F. graminearum utilizando o polímero E4 2% (m/v), obtendo 38,12% de 




também encontrou um baixo rendimento de 22,42% utilizando o polímero E3 
2% (m/v). 
Contrapondo o presente trabalho, Salleh e colaboradores (2014) 
obtiveram 89% de rendimento após o processo de secagem em spray dryer 
quando utilizaram o polímero E1 a 10% (m/v) para microencapsular a enzima 
bromelina.  
Neste estudo pode-se visualizar baixos rendimentos, menos que 50% 
de recuperação do pó inicial. Todos os agentes encapsulantes testados 
conferiram ao pó formado as aderências às paredes da câmara de secagem e 
no ciclone do equipamento. Portanto, uma razão provável para este baixo 
rendimento, pode ser uma ineficácia obtenção do pó durante o processo de 
secagem por spray dryer.  
TABELA 31 - RENDIMENTOS DO PROCESSO DE SECAGEM EM SPRAY DRYER DAS 
FORMULAÇÕES DE FITASE EM PÓ 
Polímeros Rendimento (%) Perdas (%) 
E1 42,49 57,51 
E2 28,04 71,96 
E3 15,25 84,75 
E4 36,76 63,24 
E5 31,14 68,86 
 
3.2.4 Análise das formulações de fitase em pó em Microscópio Eletrônico de 
Varredura (MEV) 
A análise do produto formulado em pó utilizando MEV permitiu visualizar 
o tamanho (em µm) e o aspecto das partículas de cada amostra com uma 
resolução elevada de aumentos de 350, 1000, 3000 e 7000 vezes. O diâmetro 
das partículas das 5 formulações apresentaram pequena variação entre as 
amostras, os quais variaram de 1,54 a 16,88 μm. Desta forma podemos 
denominar as partículas das amostras de micropartículas, ou microesferas, 
visto que apresentaram formato esférico. A média de tamanho das 
microesferas de fitase encapsuladas com o polímero E5 foram maiores (8,46 
μm) e com estabilidade em condição acelerada (11,92% de atividade residual) 
do produto em pó. As obtidas com o polímero E3 a estabilidade foi maior com 




micrografias eletrônicas das amostras formuladas com os polímeros E1, E2, 
E3, E4 e E5 estão apresentadas nas FIGURAS 29, 30, 31, 32 e 33, 
respectivamente. Segundo Trindade e Grosso (2003), comercialmente, as 
microcápsulas têm tipicamente um diâmetro entre 5 a 500 μm. Deste modo, o 
tamanho das micropartículas obtidas nesse estudo encontram-se na faixa 
média padrão dos produtos comerciais.  
De um modo geral, as microcápsulas apresentaram forma esférica, 
sendo características das partículas produzidas pelo processo de secagem 
por atomização (spray drying). As superfícies foram predominantemente 
rugosas, embora algumas tenham apresentado superfície lisa. A formulação 
contendo o polímero E2 foi a que apresentou maior rugosidade nas esferas 
com média de tamanho 7,07 μm e menor estabilidade em condição acelerada 
(2,79 % de atividade relativa) após 15 dias à 40°C. O polímero E3 obteve uma 
superfície mais lisa das partículas e com tamanho médio de 7,66 μm e sua 
estabilidade maior (30,75% de atividade relativa) em 15 dias à 40°C 
comparando com o polímero E2. Uma hipótese seria que as depressões 
formadas na superfície das microesferas são devido à contração das 
partículas durante a secagem e o resfriamento (THIES, 1995). Além disso, 
essas depressões superficiais podem estar relacionadas com a função da 

















FIGURA 29 - MICROGRAFIAS ELETRÔNICA DAS MICROPARTÍCULAS DA FORMULAÇÃO 
CONTENDO O POLÍMERO E1: A - AUMENTO 350 VEZES; B - AUMENTO DE 1000 VEZES; 
C - AUMENTO DE 3000 VEZES; D - AUMENTO DE 7000 VEZES 
 
 
FIGURA 30 - MICROGRAFIAS ELETRÔNICA DAS MICROESFERAS COM E2: A- 
AUMENTO 350 VEZES; B- AUMENTO DE 1000 VEZES; C- AUMENTO DE 3000 VEZES; D- 









FIGURA 31 - MICROGRAFIAS ELETRÔNICA DAS MICROESFERAS COM E3: A- 
AUMENTO 350 VEZES; B- AUMENTO DE 1000 VEZES; C- AUMENTO DE 3000 VEZES; D- 
AUMENTO DE 7000 VEZES 
 
 
FIGURA 32 - MIGROGRAFIAS ELETRÔNICA DAS MICROESFERAS COM E4: A - 
AUMENTO 350 VEZES; B - AUMENTO DE 1000 VEZES; C - AUMENTO DE 3000 VEZES; D 









FIGURA 33 – MICROCRAFIAS ELETRÔNICA DAS MICROESFERAS COM E5: A - 
AUMENTO 350 VEZES; B - AUMENTO DE 1000 VEZES; C - AUMENTO DE 3000 VEZES; D 
- AUMENTO DE 7000 VEZES 
 
 
3.2.5 Estabilidade das amostras formuladas em pó em condições aceleradas 
A TABELA 32 apresenta os resultados da estabilidade das formulações 
em pó armazenadas a temperatura de 40°C durante 15 dias. Analisando os 
dados, observou-se que a formulação contendo o polímero E1 apresentou 
maior estabilidade da atividade da fitase, pois reteve 56% da sua atividade 
relativa após o armazenamento quando comparado com a atividade logo após 
o processo de secagem. O polímero E2 apresentou a maior perda de 97,21% 
durante os 15 dias de armazenamento. A formulação contendo o polímero E5 
também apresentou uma grande perda da atividade da fitase, resultando 
somente 11,92% de atividade relativa no final do estudo. Em 7 dias de 
armazenamento, o polímero E4 obteve 62% da atividade da enzima, porém no 
final do estudo resultou em 23,47% de atividade relativa. A formulação 
contendo o polímero E3 reteve 38% da atividade residual no sétimo dia de 
estudo da estabilidade, e praticamente manteve-se estável no final dos 15 
dias, com 30% de atividade residual. A ferramenta estatística Tukey's multiple 




entre as atividades relativas de fitase em pó durante os 15 dias de 
armazenamento entre os polímeros testados, exceto o E3 versus E4. 
De acordo com relatos de Ré (1998), as micropartículas provenientes 
do processo de atomização por spray dryer são uma mistura entre a 
substância ativa e os polímeros. Desse maneira, pode existir enzimas tanto na 
superfície quanto no interior de cada partícula. Assim, as enzimas da 
superfície podem perder sua ação catalítica quando entram em contato com 
um ambiente em condições diferentes ou extremas das condições ideais para 
a sua estabilidade, enquanto as enzimas localizadas no interior da partícula 
foram preservadas.  
A presença de proteínas na superfície das amostras formuladas em pó 
contendo diferentes polímeros produzidos por spray drying e sua relação com 
a atividade enzimática remanescente também foi apontada por Millqvist-
Fureby e colaboradores (1999) na microencapsulação de tripsina com 
diferentes carboidratos. Magalhães Netto (1997) afirma ainda que a presença 
de carboidratos de massa molecular mais alta, como o polímero E1, contribui 
para auxiliar na estabilidade do sistema. 
TABELA 32 - ESTABILIDADE DAS FORMULAÇÕES EM PÓ CONTENDO DIFERENTES 
POLÍMEROS POR SECAGEM EM SPRAY DRYER, ARMAZENADAS EM CONDIÇÕES 
ACELERADAS (40ºC) DURANTE DE 0, 7 E 15 DIAS. LETRAS IGUAIS NÃO DIFEREM 
ESTATISTICAMENTE (p<0,05) E LETRAS DIFERENTES DIFEREM ESTATISTICAMENTE 
(p<0,05) 
 Atividade relativa de fitase (%) 
 Tempo de armazenamento (dias) 
Polímeros 0 7  15  
E1 100 ± 0,3 58,48 ± 2,8 55,97 a ± 2,2 
E2 100 ± 4,9 14,25 ± 4,2 2,79 b ± 0,7 
E3 100 ± 4,2  38,36 ± 6,3 30,45 c ± 1,4 
E4 100 ± 7,6 62,09 ± 3,4 23,47 c,d ± 7,3 





3.2.6 Estudo da Estabilidade do produto em pó à temperatura ambiente  
 As formulações das fitases na forma em pó com os polímeros 
encaspulantes (E1, E2, E3, E4 e E5) foram avaliadas a estabilidade da 
atividade da fitase durante o armazenamento à temperatura ambiente (26 ±3 
ºC) por 0, 30, 60 e 90 dias. A TABELA 33 mostra os resultados da 
estabilidade das formulações em pó durante o armazenamento à temperatura 
ambiente (26 ±3 ºC). A maior estabilidade da fitase (79,01% de atividade 
relativa em relação a formulação inicial) foi obtida na presença do 
encapsulante E2 após 90 dias de armazenamento. A formulação com o 
polímero E1 apresentou uma maior estabilidade durante 30 dias de 
armazenamento em temperatura ambiente, perdendo somente 9,19% de sua 
atividade. Após 90 dias, manteve 68,45% de sua atividade inicial. No entanto, 
o polímero E3 e E4 apresentaram atividades relativas semelhantes 62,38% e 
63,17% respectivamente, bem como os menores valores de estabilidade em 
comparação com os demais polímeros testados à temperatura ambiente no 
final do estudo.  
A análise estatística do Tukey's multiple comparisons test mostrou que 
somente as atividades relativas de fitase em pó do polímero E2 apresentou 
diferença estatística significativa (p < 0,05) entre os  demais polímeros 
testados durante 90 dias de armazenamento à temperatura ambiente.  
Silva (2010) estudou a estabilidade da lipase de Cercospora kikuchii 
utilizando o polímero E1 e E5 em 90 dias de armazenamento em temperatura 
ambiente. O autor relatou que a atividade residual da enzima obteve 
aproximadamente 70% com o polímero E1 e 77% com o polímero E5 em 
relação a atividade inicial. Portanto, o resultado do polímero E1 corrobora com 
o presente estudo. 
Alloue e colaboradores (2007) avaliaram a estabilidade das formulações 
em pó de lipases de Yarrowia lipolytica, à temperatura ambiente, obtidas por 
secagem em spray dryer. Em 90 dias de estudo observou-se que as enzimas 





TABELA 33 - ESTUDO DA ESTABILIDADE DAS FORMULAÇÕES EM PÓ 
ARMAZENAMENADAS À TEMPERATURA AMBIENTE (26 ± 3 ºC) DURANTE 0, 30, 60 E 90 
DIAS. LETRAS IGUAIS NÃO DIFEREM ESTATISTICAMENTE (p < 0,05) E LETRAS 
DIFERENTES DIFEREM ESTATISTICAMENTE (p < 0,05) 
 Atividade relativa de fitase (%)  
 Tempo de armazenamento (dias)  
Polímeros 0 30  60  90 
E1 100 ± 0,34 90,81 ± 6,32 81,92 ± 3,64 68,45 a ± 4,59 
E2 100 ± 4,50 90,74 ± 1,73 83,95 ± 1,16 79,01 b ± 1,85 
E3 100 ± 1,82 89,03 ± 2,03 72,88 ± 1,28 62,38 a  ± 2,26 
E4 100 ± 2,13 85,06 ± 6,30 77,41 ± 1,17 63,17 a ± 2,03 
E5 100 ± 2,71 84,62 ± 1,11 68,81 ± 1,20 67,34 a ±1,61 
 
4  CONCLUSÃO 
 
Os resultados dos estudos dos aditivos para obtenção da formulação 
líquida e em pó da fitase foram alcançados. Dentre vários aditivos testados, os 
aditivos dos grupos antimicrobiano A1 0,21% e antioxidante O2 0,0021% 
foram os escolhidos e os quais apresentaram significância nos estudos da 
formulação líquida. Os planejamentos experimentais realizados com análises 
estatísticas proporcionaram uma melhor avaliação da influência das 
interações dos aditivos na estabilidade da enzima, bem como na definição das 
concentrações dos aditivos selecionados. O produto líquido formulado 
apresentou leve ativação na atividade da enzima (103,5% de atividade 
relativa) armazenado à 40ºC por 15 dias. 
As formulações em pó apresentaram resultados distintos com o uso de 5 
diferentes polímeros encapsulantes. O polímero encapsulante E1 apresentou 
melhores resultados de estabilidade em condição acelerada da atividade 
enzimática. Porém, o estudo de estabilidade à temperatura ambiente o 
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3 CONSIDERAÇÕES FINAIS 
 
 
• As análises morfológicas e moleculares permitiram identificar o gênero do 
basidiomiceto Ganoderma sp. MR-56; 
• A otimização do bioprocesso de produção da fitase de Ganoderma sp. MR-56 
por cultivo submerso utilizando extrato de farelo de 20% (m/v) trigo tratado, 
realizado em 2 etapas permitiu aumento considerável na produção da 
enzima; 
• Em estudos com diferentes biorreatores, pode-se evidenciar a maior síntese 
de fitase em frascos tipo Dreschel com aeração forçada com um aumento 
expressivo de fitase em comparação com frascos de Erlenmeyer e biorreator 
de tanque agitado; 
• Concentração da enzima foi possível com precipitação com sal, solvente 
orgânico e ultrafiltração; 
• A separação da enzima não foi efetiva pelos métodos cromatográficos 
utilizados; 
• Através do zimograma da fitase estimou-se que é uma molécula de elevada 
massa molecular; 
• A fitase de Ganoderma sp. MR-56 apresentou termoestabilidade à 
temperaturas elevadas para aplicação em processamentos de alimentos e 
ração animal; 
• O estudo de aditivos para a formulação do produto líquido de fitase contém 
um antimicrobiano e um antioxidante, o qual apresentou 100% de 
estabilidade em condições aceleradas por 15 dias de armazenamento; 
• O produto formulado em pó foi microencapsulado com polímeros e o E2 
mostrou maior estabilidade à temperatura ambiente; 
• Novas formulações de fitase foram desenvolvidas como alternativa ao 







3.1 SUGESTÕES PARA TRABALHOS FUTUROS 
 
• Identificar outras regiões ITS do DNA ribossomal do Ganoderma sp.; 
• Estudar estratégias cromatográficas sequenciais visando purificar e identificar 
as fitases de Ganoderma sp. MR-56; 
• Realizar a expressão do gene da fitase de Ganoderma sp. MR-56 em outro 
micro-organismo hospedeiro para o aumento da produção da enzima; 
• Escalonar o processo de cultivo submerso otimizado em frascos do tipo 
Dreschel com aeração forçada;  
• Realizar estudos de estabilidade térmica da fitase incubada à diferentes 
temperaturas de peletização; 
• Realizar testes de aplicação do produto formulado em ração animal e em 
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